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2. ABBREVIATIONS 
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3. ABSTRACT 
 
Myotonic  dystrophies  type  1  (DM1)  and  type  2  (DM2)  are  autosomal  dominant 
multisystemic  disorders  caused  by  microsatellite  tri‐  or  tetranucleotide‐repeat 
expansion  mutations  in  transcribed  but  not  translated  gene  regions.  Since  the 
primary tissue affected  is muscle, they are classified as muscular dystrophies. DM1 
and  DM2  share  some  features  in  general  clinical  presentation  and  molecular 
pathology,  yet  they  show  distinctive  differences,  including  disease  severity  and 
differential muscle and fiber type involvement. Thus far more than 300 DM2 patients 
have  been  identified  in  Finland,  which  is  in  stark  contrast  with  the  previously 
reported prevalence of 1/105 (corresponding to 50 patients), and the true number is 
believed to be much higher. 
 
DM2  is particularly  intriguing, as  it shows an  incredibly wide spectrum 
of clinical manifestations. For this reason, it constitutes a real diagnostic challenge. It 
is  important  to  improve  the diagnostic accuracy  in order  to efficiently  identify  the 
symptomatic  DM2  patients  for  appropriate  medical  attention  and  management. 
Myalgic pains may be the most disabling symptom  for decades, sometimes  leading 
to  incapacity  for work. DM2 may  cause major  socio‐economical  consequences  for 
the patient, if not diagnosed, due to misunderstanding and false stigmatization. 
 
In this thesis work, DM2 patient skeletal muscle has been compared to 
muscle  from DM1  patients  and  healthy  individuals.  This  is  the  first  description  of 
histopathological  differences  between  DM1  and  DM2,  which  can  be  used  in 
differential  diagnostics.  Two  novel  high‐resolution  applications  of  in  situ  ‐
hybridization, which  can  be  used  for  direct  visualization  of  the  DM2 mutation  in 
patient muscle biopsy sections or on extended DNA‐fibers have been described. By 
measuring  protein  and mRNA  expression  in  the  samples,  differential  changes  in 
expression  patterns  affecting  contractile  proteins,  other  structural  proteins  and 
calcium handling proteins in DM2 compared to DM1 were found. The dysregulation 
at  mRNA  level  was  caused  by  altered  transciption  and  abnormal  splicing.  The 
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findings reported here indicated that the extent of aberrant splicing is higher in DM2 
compared to DM1. These abnormalities to some extent correlate to the differences 
in fiber type involvement in the two disorders. 
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4. REVIEW OF THE LITERATURE 
 
4.1. Introduction to cell and molecular biology 
 
The eukaryotic cell contains a plasma membrane, delineating the cell, which is filled 
with  cytoplasm  and  organelles:  at  least  a  nucleus,  membranous  endoplasmic 
reticulum  system, mitochondria  and  ribosomes.  Even  though  genetically  identical, 
the cells of an individual organism develop into very distinctive forms depending on 
their  environment  and  functional  requirements. Groups  of  differentiated  cells  are 
organized to form tissues and organs with specialized functions. Complex networks 
of molecular pathways regulate the multitude of biochemical events taking place in 
individual cells, enabling the full spectrum of cellular functions: division, maturation, 
synthesis, degradation, respiration, secretion, movement, and senescence [1]. 
 
In  humans,  the  genetic  code,  composed  of  deoxyribonucleic  acid 
(DNA), is packed inside the nucleus in 46 chromosomes (23 pairs, one set from both 
parents)  [293].  The whole  human  genome  contains  approximately  20,000  ‐25,000 
different protein‐coding genes, as was  revealed by  the Human Genome Project  in 
2004  [116].  Four different nucleotides  (nt)  (Adenine,  Thymine, Cytosine, Guanine) 
serve  as  building  blocks  of  the  DNA,  connected  to  each  other  via  phosphate 
backbones,  to  form  long  filamentous molecules. The DNA molecule  is made up of 
two anti‐parallel and complementary strands, which pair to form A‐T and C‐G pairs, 
and fold into a secondary structure known as the double helix [314]. 
 
  Genes  carry  the  information  needed  to  build  proteins,  the  large 
biomolecules serving as structural components, enzymes and  regulatory molecules 
of the cell. First, the gene is transcribed, to create a pre‐messenger ribonucleic acid 
(mRNA) molecule complementary to the gene [155]. However, the eukaryotic gene 
also contains segments which do not code for a protein: these intron sequences are 
spliced  out  to  form  the  final mRNA molecule,  containing  only  exons, which  then 
serves as a template for ribosomal translation to a protein. The nucleotide sequence 
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of  the  mRNA  molecule  determines  the  order  in  which  the  20  amino  acids  are 
inserted into a growing polypeptide chain to create a protein. However, the number 
of different proteins  is much  larger  than  the number of genes. Differential splicing 
[72]  is one of  the means  the cells employ  to create more variability  in  the protein 
structure and function: in addition to introns, some of the exons may sometimes be 
excised.  In  fact,  it  is estimated  that approximately 80 percent of human genes go 
through such alternative splicing, giving rise to multiple isoforms [176]. Typically, the 
splicing  pattern  is  regulated  spatially  and  temporally:  exon  usage  is  specific  in 
different tissues and cell types, and at different points of development [155]. 
 
4.1.1. Microsatellite‐DNA 
 
In  addition  to  the  paradigmatic  protein‐coding  function,  both  DNA  and  RNA 
molecules  have  other,  regulatory  functions.  For  instance,  the  human  genome 
contains vast amounts of short tandem repeat (STR) sequences, most often 1 ‐ 6 nt 
in  length,  called microsatellite‐DNA  [28].  The  repetitive  sequences, which  can  be 
perfect or  interrupted  in nature, occur widely  in both eukaryotes and prokaryotes. 
The  functions  of  the  microsatellite  DNA  are  not  fully  elucidated.  However,  the 
repeat‐containing  mRNA  transcripts  have  been  implicated  in  regulation  of 
transcription,  translation  and  cell  signaling  [120].  These  highly  repetitive  tandem 
sequences typically show a high degree of polymorphism, enabling their use as tools 
for several applications  including  linkage analyses,  in the search for disease‐causing 
genes,  and  DNA  fingerprinting  [278,  284].  In  addition, microsatellites  have  been 
implicated  in  disease:  especially,  they  play  a  significant  role  in  neurodegenerative 
diseases [42]. 
 
4.1.2. Mutations 
 
Due to errors  in translation, radiation and chemical stress, genomes are constantly 
subject to modifications, or mutations: nucleotides are deleted, inserted, or replaced 
by others. All organisms  therefore  accumulate mistakes  in  their  genomes,  in both 
somatic  cells  and  gametes  [155].  Although  most  changes  are  silent,  causing  no 
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effect, mutations  in  somatic  cells  for  example  are  the  cause  of  cancer. When  a 
mutation occurs in a gamete, it is transmitted to every cell of the offspring. It should 
be  noted  that  mutations  in  gametes  make  evolution  possible:  sometimes  the 
transformed gene encodes a protein which gives more benefit to the organism than 
the  original  form,  which  may  lead  to  its  establishment  in  the  population. 
Unfortunately,  such beneficial mutations  are  very  rare.  It  is more  common  that  a 
mutation  leads  to malfunctioning of  the protein or a  regulatory element, which  is 
lethal or may lead to illness. [278] 
 
  Monogenic  disorders  follow  Mendelian  modes  of  inheritance: 
autosomal  recessive  (AR),  autosomal  dominant  (AD),  X‐linked  and  Y‐chromosomal 
[278]. The mutation is called dominant if just one mutated allele is sufficient to cause 
the  disease.  The  pathomechanisms,  through which  the mutations  cause  diseases, 
have  classically  been  divided  into  protein  loss‐of‐function  (mostly  recessive 
mutations)  and  protein  gain‐of‐function  (mostly  dominant  mutations).  However, 
increasing  numbers  of mutations  evoking  their  effect  via  an  RNA  gain‐of‐function 
mechanism  have  been  described; many  of  them  are  repeat  expansion mutations 
[238]. The myotonic dystrophies, which are the subject of this work, are autosomal 
dominant  diseases,  caused  by microsatellite  repeat  expansions  in  non‐coding  but 
transcribed gene regions, and the main pathomechanism underlying them is an RNA 
gain‐of‐function [158, 173]. 
 
4.1.3. Proteins 
 
Proteins  are  chains  of  polypeptides,  synthesized  of  20  different  amino  acids, 
according  to  the  genetic  blueprint.  The  linear  nascent  polypeptides  first  form 
secondary structures (α‐helices and β‐sheets), and then fold  independently, or with 
assistance  from  the  molecular  chaperones,  to  adapt  the  final  functional 
conformation,  the  tertiary  structure.  Proteins  often  form  permanent  or  transient 
complexes,  quaternary  structures, when multiple  cooperative  proteins  are  linked 
together via non‐covalent  interactions [38]. Posttranslational modifications, such as 
glycosylation  or  phosphorylation,  increase  the  versatility  of  the  protein molecules 
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[1]. Proteins are  the main building blocks of  the  living  cell,  serving  for example as 
structural and contractile components, enzymes, antibodies, and also as regulatory 
and  signaling  proteins.  They  show  huge  variation  in  size  and  shape,  from  small 
oligopeptide  signaling molecules  to  huge  filamentous  structural  proteins,  such  as 
titin  (TTN),  the  largest polypeptide  in nature with a molecular mass of more  than 
3,000 kD [147]. 
 
4.2. Molecular methods for research and diagnostics 
 
4.2.1. Detecting nucleic acids with hybridization techniques 
 
Hybridization methods  for detecting DNA or RNA  are based on  the double helical 
nature of these molecules, or the tendency of the nucleic acids to bind specifically to 
a complementary and anti‐parallel sequence [155]. The target sequence is a mixture 
of nucleic  acids  in  the  specimen examined.  The  target  is  incubated with  a  known 
probe sequence, under high‐stringency conditions which causes the denaturation of 
any double helical structures. Next,  the  target and probe are allowed  to hybridize, 
after which their binding is visualized and analyzed. DNA and RNA may be detected 
interchangeably, as all kinds of hybrids between them are possible [278]. 
 
4.2.1.1. Southern blotting 
 
A basic molecular biology  technique  for detecting specific DNA sequences  is called 
Southern blotting, according to  its  inventor [276]. The target sequence, most often 
genomic DNA,  is  cleaved  to  small  fragments  using  restriction  endonucleases.  The 
yielded DNA fragments are separated electrophoretically on agarose gels, according 
to their size.  In order to expose the fragments by hybridization, the DNA has to be 
transferred  (blotted)  from  the gel onto a membrane, often nitrocellulose or nylon, 
simply using capillary action, or electrically, taking advantage of the negative charge 
of the DNA molecule. After immobilizing the target DNA, it can be hybridized with a 
labeled probe. Fluorescent and chemiluminescence  labels are most commonly used 
today, whereas  radioactive  tags have been popular  in  the past. The binding of  the 
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probe  is  visualized  using  a  laser  reader  or  autoradiography.  The  Southern  blot 
method  may  be  used,  for  example,  for  detecting  gene  copy  numbers,  or  for 
diagnostics. [41, 278] 
 
4.2.1.2. In situ –hybridization 
 
The in situ ‐hybridization (ISH) technique dates back to the 1960´s [92]. The principle 
of in situ hybridization (ISH) is that the nucleic acid target sequence in the preparate, 
which  is  often  a  tissue  section,  cell  or  chromosome  on  a  microscope  slide,  is 
detected by  a  specific  labeled probe, which hybridizes with  a  region  in  the  target 
complementary to the probe. The binding site is then visualized and localized, hence 
the name in situ. Fluorescent labels are most often used for detection today, due to 
their  high  sensitivity  and  possibility  to  visualize  multiple  targets  simultaneously 
[162]. However, chromogenic  labels may be more convenient  in some cases as the 
procedure is more robust, the end product is more resistant, the specimens may be 
stored  for  later  documentation,  and  their  visualization  does  not  require  highly 
specialized  equipment.  In  addition,  high  sensitivity with  chromogenic methods  is 
possible to reach nowadays, due to improved detection systems, including the use of 
polymers [221]. 
 
4.2.1.3. Microarrays 
 
Microarray  technology  represents  a  multiplex  approach,  where  probes  are 
immobilized on  a  solid  support or microscopic beads,  and  they  are detected with 
labeled  target  sequence  mixture  in  solution,  such  as  cDNA.  The  probe‐target 
hybridization  is  detected  and  quantified  in  order  to  determine  the  presence  and 
relative abundance of a specific  target sequence  in  the sample solution. One array 
may  contain  tens  of  thousands  of  probes, which makes  it  a  highly  efficient  high‐
throughput method for research and diagnostic purposes. [108] 
 
Microarrays  can  be  used  in  a multitude  of  applications:  for  example 
using  the  cDNA  (DNA  complementary  to  mRNA)  library  as  a  target,  expression 
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profiling can be used to investigate the relative mRNA expression in a given tissue or 
cell  type;  similarly,  with  an  exon‐specific  array,  different  splice  variants  can  be 
detected  [48]. When  genomic  DNA  is  used  as  a  target,  it  is  possible  to  perform 
comparative genomic hybridization to detect copy number changes in closely related 
specimens, or to  identify single nucleotide polymorphisms (SNPs), or mutations. An 
increasingly used application utilizing microarrays is genetic testing [323]. Microarray 
experiments  produce  a  vast  amount  of  data,  handling  of  which  requires 
bioinformatics: elaborate statistical analysis and normalization  in order to filter out 
background noise and reach biologically and statistically significant conclusions [45]. 
Standardization methods are used  to enable comparison of  separate experimental 
data, even though it is often very difficult due to the numerous variables involved in 
the experimental procedure. Microarray results are commonly visualized using heat 
maps. 
 
4.2.2. Detecting proteins using antibody recognition 
 
4.2.2.1. Antibodies 
 
Antibodies  (Ab)  are  Y‐shaped  immunoglobulin  (Ig)  molecules  composed  of  two 
identical  light  chains  and  heavy  chains. Hypervariable N‐termini  form  the  antigen 
binding site, whereas the C‐termini form the stabilizing Fc‐tail, which also serves as a 
binding site  for  the other Ab molecules  [244]. Most antibodies used  for  IHC are of 
IgG‐type, with two identical Ab‐binding sites (paratopes). 
 
A  good Ab  shows high  specificity  and  sensitivity.  Specificity describes 
the ability of a given Ab to recognize only its specific antigen, whilst sensitivity refers 
to  the  affinity of  an Ab  to  its  antigen. Ab‐antigen binding  is based on weak, non‐
covalent  bonds, mainly  hydrophobic  and  electrostatic  by  nature  [236].  Two main 
classes of antibodies are the polyclonal and monoclonal antibodies. 
 
Polyclonal antibodies (pAb) are produced by immunizing an animal, for 
example a mouse, rabbit or goat, by injecting the purified antigen, often linked to a 
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carrier protein to enhance its stability and introduction to the immune system. After 
a  successful  immunization,  usually  several  cell  clones  produce  immunoglobulin 
molecules raised against different epitopes in the antigen, and secrete them into the 
blood  serum.  The  serum may  be  used  as  such,  however  it  is  common  to  affinity 
purify  the  immunoglobulin molecules using  the antigen as bait,  in order  to  reduce 
cross‐reactions  caused  by  the  numerous  Ig  species  in  the  serum.  The  polyclonal 
antibodies  provide  a  powerful  tool  in  many  cases.  However,  there  are  some 
disadvantages:  while  the  polyclonal  antibodies  generally  show  more  sensitivity, 
because of several different Ig‐molecules binding to several different epitopes in the 
protein,  their  specificity  is  often  compromised  when  compared  to  monoclonal 
antibodies due to higher risk for cross‐reactions.  In addition, the exact epitope(s)  is 
often not known, especially when an intact protein has been used as an immunogen. 
[105] 
 
Monoclonal antibodies  (mAb) are most often produced  in mice. After 
successful immunization, the animal is sacrificed and the spleen cells are collected to 
start a cell culture. The cells are  immortalized by fusing them with mouse myeloma 
cells,  after which  they  are  separated  and  cultured  individually,  so  that  every  sub‐
culture  is a clone derived  from a  single B‐cell. The clones are  then  screened  for  Ig 
molecules which specifically recognize the original immunogen [138]. The procedure 
results in stable hybridoma cell lines, which produce and secrete a single Ig species. 
In  general,  monoclonal  antibodies  provide  a  more  specific  tool  compared  to 
polyclonals. New technologies have been developed in the recent years to meet the 
restrictions of the traditional mouse hybridoma technique,  including phage  libraries 
[169]. 
 
Regardless of  the method used  for Ab production, each Ab  is unique, 
and should be carefully tested and characterized before research or diagnostic use, 
to avoid misinterpretation of results. 
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4.2.2.2. Immunohistochemistry 
 
The advent of the immunofluorescence (IF) technology in the 1940s [57, 58] initiated 
the  development  of  techniques  based  on  proteins  being  detected  in  situ  with 
antibodies,  methods  collectively  called  “immunohistochemistry”  (or 
immunocytochemistry,  if cells rather than tissues are used). The molecular basis of 
immunohistochemistry  (IHC)  is  the  specific  interaction of an antibody  (Ab) protein 
molecule with  its antigen, most often a protein,  residing  in  the  tissue  section. The 
antibody molecule recognizes a defined part of the protein, which  is called epitope 
or antigenic determinant. The epitope  is a  tertiary  structure on  the  surface of  the 
protein, and  it may be composed of  linear amino acid sequence (linear epitope), or 
non‐linear  amino‐acids,  residing  in  distinct  parts  of  a  protein,  which  come  into 
proximity  when  the  protein  folds  into  its  native  conformation  (conformational 
epitope). The epitope may also involve a covalent modification, such as a phosphate 
group  or  a  linked  oligosaccharide  (glycoprotein).  By  IHC  staining  methods,  the 
subcellular  localization of specific proteins and to a  limited extent, the detection of 
quantitative  changes of protein expression may be  studied. However,  the method 
does not provide information relating to protein interactions. [236] 
 
It  is  common  to  fix  tissue  sections  in  order  to  preserve  good‐quality 
morphology  and  prevent  autolysis.  Fixation  is  absolutely  required  when  soluble 
molecules are being detected, to prevent diffusion and displacement of components. 
Fixation  using  formaldehydes  is  a  conventional method,  resulting  in  formation  of 
cross‐links  between  proteins  via  amino  groups.  However,  such  fixation  often 
modifies  the  tertiary  (and  quaternary)  structures  of  proteins  and  destroys  the 
immunogenic regions, rendering the proteins unrecognized by Abs. Short fixation in 
paraformaldehyde  (PFA) solution  is commonly used on  frozen  tissues, as  it creates 
only limited amount of cross‐linking, and is partially reversible. An alternative means 
is  to use coagulating  fixatives,  such as ethanol, methanol or acetone. They do not 
form  cross‐linking,  but  rather  precipitate  the  proteins,  leading  to  partial 
denaturation.  There  is  no  fixation method which  suits  all  epitopes,  but  it  always 
depends  on  the  properties  of  the  antigen  and  the  Ab,  and  the  optimal  fixation 
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approach needs to be tested on each Ab  individually. Some antigens are extremely 
vulnerable  to  any  fixation  methods,  leaving  no  choice  but  to  detect  the  tissue 
sections in their native state. [105, 236, 237] 
 
To make the Ab‐antigen reaction visible in tissue sections, a selection of 
immunohistochemical detection methods are available. The primary antibody may 
be  directly  visualized  if  covalently  labeled  with  a  reporter  molecule,  such  as 
fluorescein.  However,  the  indirect  detection  method,  which  utilizes  a  labeled 
secondary Ab raised against the host animal used to produce the primary Ab, offers 
several advantages over  the direct method,  including higher  sensitivity,  specificity, 
and more versatile use of the primary Ab. Indirect  immunofluorescence allows high 
sensitivity,  and use of double  staining methods  to  study  co‐localization of distinct 
proteins,  when  labels  with  different  absorption  and  emission  wavelengths 
maximums are used. High resolution is achieved through confocal microscopy. [105, 
237] 
 
A more  robust method, which  is  often  advantageous  in  diagnostics, 
involves  the  use  of  enzyme‐linked  secondary  Abs.  The  enzyme,  most  often  a 
peroxidase  or  alkaline  phosphatase,  catalyses  the  reaction  between  a  specific 
substrate and a chromogen to produce a coloured precipitate at the Ab binding site. 
The most widely  used  peroxidase  substrate  is  3,3´diaminobenzidine  (DAB), which 
results  in  brown  deposit,  insoluble  in  organic  solvents.  The  sensitivity  of  enzyme‐
based  detection  methods  can  be  increased  with  several  techniques,  including 
branching  polymer  molecules  carrying  multiple  enzymes  (summarized  in  [236]). 
Double staining, with distinct colored end products, may also be applied when  the 
antigens reside in distinct cell types or structures. 
 
IHC may be used  to evaluate muscle pathology  in  various  cases.  The 
classical  method  is  the  sarcolemmal  staining  with  dystrophin  antibodies:  in 
Duchenne muscular dystrophy the sarcolemmal labeling is nearly or completely lost, 
whereas  in Becker  type  the  finding  is often  intermediate  [6]. Also accumulation of 
proteins  in specific  localizations, such as rimmed vacuoles or ribonuclear  inclusions, 
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may  be  studied. When  assessing  quantitative  changes,  using  an  internal  control, 
which shows the overall preservation of the sample, is mandatory. For example, for 
the detection of muscle  sarcolemmal  integrity, beta‐spectrin  staining  is often used 
[71].  The  IHC  results  should  always  be  interpreted  with  caution;  in  addition  to 
adequate controls, one should be aware of the handling and storage history of the 
sample.  It  should  also  be  noted  that  there  are  differences  between  stainings 
performed in different laboratories, even though the same protocols may be used. 
 
4.2.2.3. Western blotting 
 
Proteins in a given sample, such as tissue or cells, can be solubilized, denatured and 
separated  electrophoretically.  The most  common method  used  is  sodium  dodecyl 
sulfate  ‐  polyacrylamide  gel  electrophoresis  (SDS‐PAGE),  described  by  Laemmli  in 
1970  [148], which  allows  the  separation  of  proteins  according  to  their  size.  The 
proteins may be transferred from gel to a membrane for detection with antibodies, 
with  the  Western  blotting  (WB)  method  [46].  When  assessing  total  protein 
expression, Western blotting  is considered a more quatitative method compared to 
IHC. However, the ability to  identify protein  localization  in the sample  is  lost, which 
may  in  some  cases  be  detrimental  to  interpretation.  When  possible,  IHC  and 
Western  blotting  should  be  used  in  parallel,  because  they  provide  information 
complementary to each other. 
 
4.3. The muscle 
 
Muscle  tissue  is  required  for  generating mechanical  force,  which  enables  a  vast 
amount  of  bodily  functions,  including  locomotion, maintaining  posture,  breathing, 
heartbeat and digestion, among others. There are three main classes of muscle: (1) 
skeletal and (2) heart muscle, both of which are striated,  in addition to (3) smooth, 
non‐striated muscle  (Figure  1). Only  skeletal muscles  are  voluntary,  and  they  are 
used for locomotion. The extrafusal (skeletal muscle) fibers are innervated by axons 
of the alpha motor neurons,  large  lower motoneurons with their cell bodies  in the 
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brainstem and spinal cord. Heart muscle contraction  is under autonomous nervous 
control, as is smooth muscle. [71, 131] 
 
The  cardiac  muscle  cells,  termed  cardiomyocytes,  are  branched 
cylinder‐shaped,  mononuclear  cells.  They  are  joined  end‐to‐end  by  intercalated 
discs, specialized structures which stabilize cell adhesion, anchor actin filaments, and 
allow  signal  transduction  to  spread  from  cell  to  cell  via  gap  junctions,  leading  to 
synchronous  muscle  contraction.  The  cardiomyocytes  have  a  similar  sarcomeric 
organization  of  contractile  proteins  to  skeletal muscle,  with  some  differences  in 
cellular architecture to fulfill the special functional needs of the cardiac muscle. [131] 
 
The spindle‐shaped smooth muscle cells are found as sheets or bundles 
in  the  walls  of  internal  organs,  such  as  blood  vessels,  ureters,  uterus,  and  the 
respiratory and gastrointestinal tracts. In smooth muscle the contractile proteins are 
not organized in sarcomeres. [1] 
 
 
 
 
 
Figure 1. Schematic pictures of (A) skeletal 
muscle, with syncytial and multinucleated 
fibers, (B) cardiac muscle, showing the 
intercalated discs, and (C) smooth muscle. 
Both cardiac and smooth muscle fibers have 
only one, centrally located nucleus. 
(Adapted from Human Anatomy, 2nd edition 
by Dee Silverthorn. Used by permission of 
the copyright holder Pearson Education, 
Inc.)
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The  human  body  contains more  than  300  different  skeletal muscles, 
which  differ  in  size  and  shape  and  biochemical  properties,  depending  on  their 
function.  Those  close  to  the  trunk  are  called  proximal muscles  (e.g.  quadriceps, 
biceps brachii), and those distant from the trunk are called distal muscles (e.g. small 
muscles  in hands and  feet but also  lower  leg and  forearm such as  tibialis anterior, 
brachioradialis). [191] 
 
Skeletal  muscle  energy  metabolism  relies  on  phosphorylated 
metabolites, glycogen and  fat:  the myocytes store glucose  in  the  form of glycogen 
which  can  be metabolized  by  glycogenolysis  and  glycolysis  during  exercise,  under 
anaerobic conditions, resulting in lactic acid formation. In aerobic exercise, oxidative 
phosphorylation  generates  the  phosphorylated  metabolites  phosphocreatine  and 
ATP  needed,  and  in  long  duration  (over  30  minutes)  lipid  droplets  via  lipolytic 
cascades  are  used  to  generate ATP  also  through  oxidative  phosphorylation  (beta‐
oxidation). [101] 
 
4.3.1. The muscle structure 
 
The skeletal muscle  fiber  is a single cell, which can be up to several centimeters  in 
length, depending on the muscle. Each of the muscle fibers is surrounded by a basal 
lamina,  which  acts  as  the  interface  to  the  connective  tissue  surrounding  them, 
termed  the  endomysium  (Figure  2).  Bundles  of  muscle  fibers  form  fascicles 
enveloped by the perimysium, which is rich in blood vessels. The muscle is composed 
of bundles of  fascicles, which are ultimately enclosed  in a strong connective  tissue 
sheath epimysium, the muscle fascia. Most skeletal muscles are attached to tendons 
in  a  specialized  structure  called  the  myotendinous  junction,  which  in  turn  are 
connected to the bones. [71] 
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Figure 2. The structure of the muscle. (The figure was produced using Servier Medical 
Art at http://www.servier.com.) 
 
 
 
During development, axons of myelinated motor nerves, which are of 
two types, fast and slow,  invade the skeletal muscle where they branch. The axons 
lose  their myelin sheaths before  forming nerve  terminals  in grooves of  the muscle 
fiber, an  invagination of sarcolemma, a synapse called the neuromuscular  junction. 
Each adult muscle fiber is innervated by a single motor nerve. A motor unit is defined 
as a single parent axon and all the fibers  it  innervates with  its branches. Depending 
on  the need  for  fine  control,  a motor unit  consists of  just  a  few  fibres or  several 
hundred fibres. [76] 
 
The muscle  spindles,  present  in  all  skeletal muscles  except  for  facial 
muscles, are specialized structures with intrafusal fibers innervated by gamma motor 
neurons. They serve to sense muscle stretch and tone, conveying the information to 
the  central  nervous  system  (CNS)  via  sensory  nerves,  hence  coordinating muscle 
activity [71]. 
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4.3.2. Skeletal myogenesis 
 
All  striated muscle  is  derived  from  the mesoderm,  the  primary  embryonic  tissue 
layer between ectoderm  and endoderm  [75]. The mesodermal  tissue  gives  rise  to 
specific  lineages of progenitor cells, which develop  into specialized skeletal muscles 
and other tissues such as heart, skin, bones, blood vessels and blood [75]. The group 
of embryonic tissues which develops into skeletal muscles is called the myotome. It 
divides  into epaxial and hypaxial myotome, developing  into axial and  limb muscles, 
respectively  [68].  Cell  fate  specification  is  a  genetically  regulated,  hierarchical 
process  which  relies  on  spatial  and  temporal  expression  of  specific  regulatory 
proteins, complex regulatory networks and molecular cascades. 
 
The myogenic  regulatory  factors  (MRFs) Myf5, MyoD, myogenin  and 
MRF4  form a conserved group of basic helix‐loop‐helix  (bHLH) transcription  factors 
highly  specific  for  skeletal  muscle  [3].  The  early  markers  Myf5  and  MyoD  are 
expressed  in  the  paraxial  mesoderm,  where  they  control  (partially  redundantly) 
muscle  progenitor  specification.  Their  transcriptional  activation  is  controlled  by 
developmental signals [36]. 
 
To enable differentiation into myocytes, the cells need to undergo G1‐
specific cell‐cycle withdrawal [208]. During the process of differentiation, myogenin 
and MRF4 are activated, with MEF2C and together these transcription factors induce 
the  expression  of muscle  genes  encoding  the  contractile  and membrane  proteins 
[74]. Myf5 expression is ceased in differentiating myocytes, while MyoD, the “master 
regulator”, maintains expression in newly formed myocytes [286]. 
 
The MADS domain  family of  transcription  factors,  (myocyte enhancer 
factor‐2, MEF2), are encoded by four genes, MEF2A‐D. They function in cooperation 
with MRFs  to modify  their actions  in driving muscle and  fiber  type  specific genes, 
including those encoding contractile proteins [179, 189, 229]. 
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Both MRFs and the MEF2 family are phosphoproteins, and their activity 
and  association  with  each  other  and  several  co‐factors  are  regulated  by  protein 
kinase driven phosphorylation state  [75, 179]. Combinatorial associations of MRFs, 
the  MEF2‐family,  and  several  co‐factors  (growth  factors)  drive  the  temporally 
controlled and coordinated transcription of muscle genes [202]. 
 
In  skeletal  myogenesis,  the  myoblasts  proliferate  and  fuse  to  form 
primary myotubes. Post‐mitotic myoblasts  then  continue  to  fuse with  the primary 
myotubes,  giving  rise  to  secondary  myotubes.  These  elongated,  multinucleated 
cyncytia then mature  into muscle fibers, also called myocytes. The process  involves 
dramatic changes in the organization of the cell membrane and the filament system, 
as  well  as  development  of  the  highly  specified  contractile  apparatus, 
myofibrillogenesis. [259] 
 
4.3.3. The satellite cells 
 
Once fused, the myonuclei lose their ability to proliferate. Much of the 
adult  muscle  regeneration  capacity  relies  on  satellite  cells,  which  are  quiescent 
progenitor cells  located between the sarcolemma and the basal  lamina of a muscle 
fiber  [100,  178].  A  second  pool  of  interstitial  stem  cells,  displaying  broader 
differentiation capacity also exists in muscle [31]. When regeneration is required, for 
example  after.  injury  or  overuse,  the  satellite  cells  are  activated  to  proliferate.  A 
subset of the newly  formed myoblasts  fuse  into the existing myocytes, while some 
remain  in  the  satellite  cell  position  for  later  use. Despite  this,  the  number  of  the 
satellite cells usually declines with age [252]. Quiescent satellite cells can be revealed 
by their morphology and position, especially with electron microscopy.  In addition, 
they express a number of protein markers, which can be used for their identification 
using  immunohistochemistry; however,  few have proven  to be  specific  to  satellite 
cells, such as the paired‐box transcription factor Pax7 [241, 269, 327]. 
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4.3.4. Fiber types 
 
Skeletal  muscle  fibers  display  different  biochemical  and  physiological  profiles, 
depending on  the  intrinsic properties of  the  specific muscle, developmental  stage, 
age, exercise, and disease. See Table 1  for a  summary of  the  skeletal muscle  fiber 
types. Slow and fast fibers differ in performance, reflecting differential expression of 
enzymes  involved  in energy metabolism. Slow‐twitch  type 1  fibers, and  fast‐twitch 
type 2A fibers use oxidative phosphorylation for generating ATP, and are suited for 
endurance,  whereas  the  ultra‐fast  type  2B  fibers  rely  mostly  on  glycolytic 
metabolism, displaying fast maximal performance, but are subject to fatigue. Type I 
fibers  are  rich  in myoglobin, which  gives  them  the  typical  red  color, whereas  fast 
type fibers are referred to as white muscle fibers (in the absence of myoglobin). [71, 
249] 
 
Table 1. Adult muscle fiber types in human. 
Fiber type  
(by ATPase method) 
1 
(slow) 
2A 
(fast) 
2B 
(ultra fast) 
2C 
(mixed) 
Not 
separated 
Energy metabolism aerobic aerobic glycolytic aerobic mixed 
MyHC isoform I (beta/slow) IIa IIx hybrids of I/IIa hybrids of IIa/IIx 
MYH gene MYH7 MYH2 MYH1 MYH7 / MYH2 MYH2/MYH1 
 
 
The classification of fiber type is most often based on the properties of 
the  ATPase  domain  of  the  myosin  heavy  chain  (MyHC)  molecule.  Enzyme 
histochemical  ATPase  assay,  based  on  the  differential  pH  sensitivity  of  the MyHC 
ATPases,  has  been  used  for  decades  as  the  routine  method  for  fiber  type 
differentiation [71, 248]. However, the  immunohistochemical detection of different 
MyHC isoforms has proved to be as qualified, or, in some cases, even more efficient 
tool  in  fiber  type  differentiation  (Figure  3)  [233].  The  classical  division  into  fast 
glycolytic and slow oxidative fibers can be further subdivided into several categories. 
The  three most  common  fiber  types  in normal human  skeletal muscles are  type 1 
fibers  expressing  MyHC‐beta/slow  (encoded  by  MYH7  gene),  type  2A  fibers 
expressing MyHC‐IIa (MYH2) and type 2B fibers expressing MyHC‐IIx (MYH1). It may 
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be confusing that the human skeletal muscle fibers do not express MyHC isoform IIb, 
despite  the  fiber  type  is  designated  as  2B.  The  isoform  IIb,  encoded  by MYH4,  is 
expressed  in 2B  fibers of  small mammals,  such as mouse,  rat and  rabbit.  In heart 
muscle,  MyHC‐beta/slow,  MyHC‐alpha  (MYH6)  and  MyHC‐7B  (MYH7B)  are 
expressed, the  latter two being absent  in skeletal muscles. Hybrid fibers expressing 
two  or more MyHC  isoforms  are  common  in myopathies,  sometimes  presenting 
typical  patterns  of  fiber  type  transitions.  Hybrid  fibers  co‐expressing  MyHC‐
beta/slow  and  IIa  are  designated  as  type  2C  fibers  by  ATPase  staining  [71]. 
Expression  of  atypical  MyHC  isoforms  is  sometimes  encountered  in  injured  or 
dystrophic  muscle.  Reprogrammed  atrophic  or  regenerating  fibers  frequently 
express perinatal/neonatal MyHC‐pn  (MYH8), whilst  regenerating,  severely  injured 
fibers  in  dystrophic  muscles  typically  show  expression  of  MyHC‐emb  (MYH3). 
Additional MyHC  isoforms exist, showing very  restricted muscle‐specific expression 
patterns  [249]  (summarized  in  Table  2.  of  original  publication  III).  Most  human 
muscles are  composed of a variably mixed population of  slow and  fast  fibers. The 
proportions correlate with the function of a given muscle. 
 
 
 
 
4.3.4.1. Fiber type distributions in disease 
 
Basophilic  fibers, which  appear bluish  in H&E  stain due  to high  sarcoplasmic RNA 
content,  are  usually  considered  regenerating  fibers.  They  often  show  swollen  or 
“vesicular”  nuclei,  and may  coexpress  beta/slow  and  IIa myosins,  in  addition  to 
perinatal/neonatal MyHC‐pn [71]. 
Figure 3. Immunohistochemical 
fiber typing using double staining. 
2A fibers appear red; 2B fibers 
blue; 1 fibers brown; and hybrid 
fibers expressing myosins IIa and 
IIx appear pink. (Picture kindly 
provided by Olayinka Raheem, 
University of Tampere.) 
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Nuclear  clumps  are  characterized  as  atrophic  fibers  with  clustered 
nuclei and with a very scarce amount of sarcoplasm left. Although present in chronic 
dystrophies, including limb‐girdle muscular dystrophies (LGMD), they are considered 
a hallmark of prolonged neurogenic atrophy [71].  
 
Variation in fiber size is one of the most common myopathic findings. In 
most  cases,  a  random pattern of  atrophy  and hypertrophy  is  seen,  affecting both 
fiber types equally. Grouping of atrophic fibers is typical of neurogenic pathology, as 
a  result  of  reinnervation  of  the  denervated  fibers with  sprouts  of  a  fast  or  slow 
motor  nerve.  Selective  fiber  type  1  atrophy  is  encountered  in  DM1  [106]  and 
congenital myopathies,  termed  congenital  fiber  type disportion  [71]. On  the other 
hand,  fiber type 2 atrophy  is usually considered a non‐specific  finding, occurring  in 
variable myopathic conditions. Known causes of fast fiber atrophy are muscle disuse 
and corticosteroid therapy [71]. In most cases, either both fast fiber subtypes 2A and 
2B  are  affected,  or  predominantly  2B  fibers.  There  is  one  exception,  a  recently 
described human disease with mild generalized muscle weakness, where a total loss 
of type 2A fibers was discovered, due to compound heterozygous mutations  in the 
MYH2  gene  [281].  Fiber  type  1  predominance  may  be  a  common  feature  in 
congenital myopathies, whereas  fiber  type  2  predominance  is  sometimes  seen  in 
motor neuron diseases [71]. 
 
4.3.5. The skeletal muscle fiber 
 
Skeletal muscle cells, or myocytes, are enveloped by the sarcolemma, composed of 
the plasma membrane and the basal lamina [83]. The multiple, elongated nuclei are 
scattered along the  fiber  length,  located  just beneath the sarcolemma. The muscle 
fiber has a highly specialized inner structure, dominated by the contractile units, the 
sarcomeres,  forming  the  myofibrils.  The  cytoplasm,  or  sarcoplasm,  contains  an 
elaborate membrane system, including the extensive sarcoplamic reticulum (SR), and 
invaginations of  the  (electrically excitable) plasma membrane,  the  transverse  (T)  ‐
tubular system (Figure 4). At the junction site between the sarcomeric thick filament 
A‐band and  thin  filament  I‐band  (I/Ajunction)  the SR  forms membranous  sacks, or 
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terminal cisternae, which  juxtapose  to a T‐tubule  [82]. This  triad structure,  formed 
by  two  terminal  cisternae  flanking  one  T‐tubule,  allows  the  rapid  progression  of 
depolarization  in  the  SR,  initiating Ca2+  release needed  for  the muscle  contraction 
(see  below). Mitochondria  are  present  in  large  numbers  between  the myofibrils, 
near the  I‐bands, together with granules of glycogen. The sarcoplasm also contains 
ribosomes,  both  subsarcolemmal/perinuclear  and  between myofibrils  [111];  lipid 
droplets;  the  Golgi  apparatus;  and  a  cytoskeleton  of  microtubules,  intermediate 
filaments (such as desmin, syncoilin, desmuslin and actin) [32, 131]. 
 
 
 
 
Figure 4. Schematic picture of the excitable membrane system. The triad structure is 
constituted  of  a  T‐tubule  surrounded  by  terminal  cisternae  of  the  sarcoplasmic 
reticulum, at  the  level of sarcomeric A/I  junction. M = M‐line.  (Drawing  taken  from 
Unit 2, Medical Curriculum, McGIll University, CA, with permission of C. R. Morales. 
The drawing was originally conceived by Y. Clermont and subsequently modified by 
Molson Medical.) 
 
 
The  dystrophin‐associated  glycoprotein  (DAG)  complex  on  the 
sarcolemma  provides  a  structural  link  between  the  cytoskeleton  and  the 
extracellular  matrix,  and  stabilizes  the  sarcolemma  against  mechanical  stress.  In 
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addition,  the  complex  organizes  receptors  and  ion  channels  on  the  sarcolemma. 
Dystrophin  is  located on  the sarcoplasmic side, where  it anchors  the DAG complex 
via  β‐dystroglycan  to  F‐actin  and  sarcomeres  (Figure  5).  The  other  DAG  complex 
constituents  include  α‐  and  β‐dystroglycans  (DG),  the  membrane‐embedded 
sarcoglycans (α, β, γ, δ, and ε), sarcospan and the dystrobrevin‐syntrophins complex 
(Figure  5),  as  well  as  the  neuronal  nitric  oxide  synthase  (nNOS),  an  enzyme 
synthesizing the signaling molecule nitric oxide (NO) (not shown). 
 
 
 
 
Figure  5.  The DAG‐complex  on  the  sarcolemma,  and  its  linkage  to  the myofibrils. 
(Adapted  with  permission  from  “Histology  and  Cell  Biology:  an  introduction  to 
pathology” by A. Kierszenbaum, p. 208, Elsevier 2007.) 
 
 
The  costameres  of  the  sarcolemma  serve  as  anchoring  points  to  the 
sarcomeres  in  the  peripheral  myofibrils,  which  is  crucial  to  enable  coordinated 
contraction of adjacent myofibrils, and to avoid mechanical ruptures during muscle 
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contractions. Desmin  intermediate  filaments, cross‐linked  to each other by plectin, 
extend  from  costameres  to  myofibrils,  surrounding  them  at  the  level  of  Z‐discs 
(Figure  5). Other  costameric  constituents  include  at  least  vinculin,  talin,  spectrin, 
ankyrin,  synemin,  and  β1‐integrin  [49,  97].  The heat  shock protein  αB‐crystallin  is 
associated with desmin, protecting it from stress‐induced damage [131, 305]. 
 
4.3.6. The sarcomere 
 
The  sarcomere  forms  the  structural  basis  of  muscle  contraction.  Its  striated 
appearance is created by regularly aligned sarcomeres in a row, the myofibrils, with 
specific  regions  showing  differential  electron  densities  under  microscopic 
examination  (sarcomere  structure  is  outlined  in  Figure  6).  The  sarcomere  is 
composed of the thick filament A‐band, with dense M‐band  in the middle, and thin 
filament  I‐band, with a very electron dense Z‐disc  in  the middle  [71]. The M‐band 
shows  a  fine  structure  with  three  to  five  thin  lines,  composed  of  non‐myosin 
proteins. Fast fibers shows three lines (M1, M4 and M4´), slow fibers show four lines 
(M4, M4´, M6 and M6´), and intermediate fibers show all five lines [61]. One human 
skeletal muscle sarcomere extends from Z‐disc to Z‐disc, being 2.0 ‐ 3.0 µm in length 
at rest depending on the muscle. The A band has a fixed length of 1.5 – 1.6 µm, while 
the  flexible  I  band  region  extends  during  muscle  contraction.  Large  muscles 
generating much  force  have  longer  sarcomeres  and  a  greater  ability  to  shorten 
during  contraction.  The  A‐band  is  composed  of  a  hexagonal  lattice  of  myosin 
filaments,  tertiary  aggregates  of  a  polar molecule  consisting  of  two  heavy  chains 
(MyHC)  and  two  light  chains  (MYL).  The myosin molecule has  two  globular heads 
with  neck  regions  continuing  into  one  coiled‐coil  rod  and  tail  region.  The MyHC 
globular head has an ATPase domain and it binds actin, the major constituent of the 
thin filament. Myosin molecules are aligned in the thick filament in the way that the 
rod and tail domains interact tail‐to‐tail in the M‐band, and the globular heads point 
to opposite directions,  forming  the dense A‐band  [61]. The H‐zone, para‐central of 
the M‐band,  is devoid of myosin heavy  chain heads, and  is  rich  in  creatine kinase 
(CK)  enzyme,  necessary  to  maintain  steady  levels  of  ATP  during  contraction:  it 
hydrolyses  creatine  phosphate  to  generate  ATP  where  it  is  needed  near  the 
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myofibrillar  ATPase.  Elevated  serum  CK  levels  can  be  used  as marker  for muscle 
damage  and  various  myopathies,  caused  by  leaky  sarcolemma  of  the  damaged 
myocytes [71]. 
 
The thin  filament  is mainly composed of  filamentous actin,  formed by 
globular G‐actin  subunits, which attach head‐to‐tail  forming a polar double helical 
structure, with pointed (minus) ends and barbed (plus) ends, the latter inserting into 
the  Z‐disc.  The  grooves  of  the  helix  accommodate  the  troponin‐tropomyosin 
complex, troponins T, I and C, the latter of which binds Ca2+. [61] 
 
 
 
 
 
Figure 6. (Top) schematic presentation of the major structural components of the 
sarcomere. (Bottom) electron micrograph of the corresponding ultrastructure, 
showing mitochondria between the myofibrils. (Reproduced from Ottenheijm et al. 
Respiratory Research 2008 [214] with permission of BioMed Central.) 
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In addition  to  serving as an anchoring point  to actin  filaments,  the Z‐
disc  binds  several  proteins  via  another  major  constituent,  alpha‐actinin  (ACTN). 
ACTN binds, among others, telethonin/T‐cap, myotilin, myozenin, γ‐filamin, vinculin, 
the Z‐disc alternatively spliced PDZ‐containing protein  (ZASP) and obscurin  [14, 61, 
282]. 
 
Other important sarcomeric proteins include the third filament system 
constituent  titin,  and  nebulin  being  part  of  the  thin  filament  in  skeletal muscles 
[218].  A  single  titin molecule  extends  from  the  Z‐disc  to M‐line,  and  serves  as  a 
molecular  ruler  for  sarcomeric  assembly,  contributes  to  passive  tension  during 
stretching, and functions as a signaling molecule through  its multiple  ligand binding 
sites, including calpain3, and a kinase domain near the C‐terminus in the M‐line [147, 
149]. 
 
4.3.7. Muscle contraction 
 
The excitation‐contraction cycle refers to the chain of events where the sarcolemma 
depolarization  leads to mechanical activation of the myofibrils to contract [22]. It  is 
initiated when a motor neuron action potential reaches the neuromuscular junction. 
The  presynaptic  button  contains  vesicles  filled  with  the  neurotransmitter 
acetylcholine (ACh), which is released to the primary synaptic cleft in response to an 
action  potential.  ACh  binds  to  specific  receptors  in  the  postsynaptic membrane, 
which in turn undergo a conformational change forming a channel for net Na+ influx. 
As a result of this  local depolarization, the major sodium channels open,  leading to 
rapid  depolarization  in  the  T‐tubule  system,  which  activates  the  L‐type  voltage 
sensitive  Ca2+  channel  dihydropyridine  receptor  (DHPR)  once  the  depolarization 
reaches  the  terminal cisternae of  the T‐tubules  [22]. Consequently, via mechanical 
coupling, activated DHPR induces a conformational change in the ryanodine receptor 
(RYR) located in the adjacent SR membrane (of the triad) [231]. In turn, the activated 
RYR  rapidly  releases  Ca2+  from  the  intra‐SR  stores  to  the  sarcoplasm,  where  it 
diffuses  to  the  sarcomeres  and  binds  troponin  C,  and  starts  the  final  part  of  EC‐
coupling, the myofibrillar contraction [247]. 
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Figure 7. Muscle contraction.  (A) The sarcomeric  I band shortens as the thin  (actin) 
filaments slide past the thick (myosin) filaments during muscle contraction. (B) ATP‐
driven conformational change  in the myosin head forces the actin filament to move 
towards  the  “center”  of  the  sarcomere.  (The  figure  was  produced  using  Servier 
Medical Art at http://www.servier.com.) 
 
 
Binding of Ca2+ induces a conformational change in troponin C, which in 
turn allosterically regulates the troponin‐tropomyosin complex, resulting in exposure 
of  the myosin‐binding  site on  the  actin  filament. When  the  transient  cross bridge 
between actin and myosin is formed, the myosin ATPase hydrolyses ATP to induce a 
conformational change of the globular head, which mechanistically pushes the actin 
filament forward approximately 10 nm at each stroke. As a result of several cycles, 
the myosin and actin filaments slide past each other, resulting  in shortening of the 
sarcomeric I‐band and hence, myofibrillar contraction (Figure 7). Withdrawal of Ca2+ 
from the sarcoplasm ceases the muscle contraction. [247] 
 
4.3.8. Role of Ca2+ in muscle contraction 
 
The  calcium  ion  is  the  main  mediator  of  muscle  contraction.  Regulation  of  its 
concentration  and distribution  is  crucial  to proper physiological  functioning of  the 
muscle.  The major  Ca2+  regulating  proteins  in  skeletal muscle  include  RYR1  and 
DHPR, forming the voltage‐sensitive Ca2+ release complex, the Ca2+ reuptake SERCA 
ATPases  in  the SR membrane and  the Ca2+  storage protein calsequestrin  in  the SR 
lumen [247]. 
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4.3.8.1. The ryanodine receptors 
 
Three genes encode the sarcoplamic reticulum (SR) Ca2+ release channel ryanodine 
receptor, showing tissue‐specific pattern of expression. RYR1 is the major isoform in 
skeletal muscle, whereas RYR2 is mainly expressed in cardiac muscle and brain, and 
RYR3  is  a minor  isoform  in  brain  [91]. Moreover,  RYR1  expression  undergoes  a 
developmental switch from a fetal isoform, lacking exons 70 and 83 [ASI(‐) and ASII(‐
)],  to  an  adult  isoform  containing both exons postnatally  [91, 225].  In DM1, RYR1 
exon 70 is aberrantly spliced, resulting in the ASI(‐) isoform [134]. The ASI domain is 
part of  the RYR1  inhibitory domain  [132]. Functional  studies using myotubes have 
indicated  that  the  adult  ASI(+)  isoform  shows  reduced  RYR1  channel  activity  in 
comparison  to  the  fetal  isoform  [134].  In  parallel with  this,  the  expression  of  the 
fetal  ASI(‐)  isoform  increased  open  probability,  and  resulted  in  enhanced  E‐C 
coupling  [133]. Mutations  in RYR1  cause malignant hyperthermia and  central  core 
disease [163]. 
 
4.3.8.2. The SERCA family of Ca2+ re‐uptake channels 
 
The  sarcoplasmic/endoplasmic  reticulum  Ca2+  reuptake  pump  SERCA  family 
members  are  also encoded by  three homologous  genes, which  go  through  tissue‐
dependent and developmentally regulated alternative splicing in their 3´ termini [44, 
166]. SERCA1  isoform SERCA1a  (ATP2A1A), which  includes the differentially spliced 
exon 22, is mainly expressed in adult fast fibers. In immature muscle and myotubes, 
the  embryonic  SERCA1b  isoform  predominates,  lacking  exon  22  [39,  40].  The 
functional difference between the developmental and adult isoforms is not currently 
known.  SERCA2a  (ATP2A2A) predominates  in adult  slow muscle  fibers and  cardiac 
muscle [330]. 
 
SERCA1  activity  is  inhibited  by  a  small  regulatory  protein,  sarcolipin, 
presumably  by  decreasing  its  affinity  for  Ca2+  [205].  Similarly,  phospholamban 
modulates SERCA2 activity [275]. 
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Mutations  in  SERCA1  are  the  cause  of  Brody  disease,  which  presents  impaired 
muscle relaxation [128, 206]. 
 
4.3.8.3. The triad and calsequestrin 
 
Efficient E‐C coupling requires stable and functional triad structures. Triadin (TRDN) 
is  an  integral  junctional  SR membrane  protein  and  a  central  structural  protein  in 
triads,  as  is  junctin  [23].  Associated  junctophilin  (JPH1)  facilitates  the  interaction 
between DHPR and RYR [93]. 
 
Calsequestrin  (CASQ)  is  the major Ca2+ binding protein  in  the muscle 
sarcoplasmic reticulum (SR), with high capacity and low affinity for the Ca2+ ion [24]. 
CASQ  in  striated muscle  is  encoded  by  two  different  genes.  CASQ1  encodes  the 
skeletal/fast isoform expressed in both fast and slow fibers, whereas CASQ2 encodes 
the cardiac/slow form, which is the minor isoform in skeletal slow fibers [29, 62]. 
 
  CASQ has binding sites for TRDN, junctin and RYR, and it recruits Ca2+ to 
the  junctional membrane,  in  the vicinity of RYR, keeping  the  free  [Ca2+]  low  in SR. 
Also  TRDN  binds  to  calsequestrin  with  its  highly  charged  lumenal  domain  [137]. 
Instead of serving as a passive Ca2+ storage protein, CASQ modifies the  function of 
RYR  in  concert with  TRDN  and  junctin,  in  a  [Ca2+]  dependent manner  [23,  318]. 
CASQ1 has an inhibitory effect on RYR1 under physiological conditions ([Ca2+] 1mM). 
When  luminal  Ca2+  increases,  CASQ1  forms  a  supercompacted  polymer,  losing  its 
interaction with  triadin  and  junctin. There  is evidence  indicating  that  the  fast  and 
slow isoforms of CASQ regulate RYR isoforms in different ways in heart and skeletal 
muscles. Similarly, CASQ1 and CASQ2 may well have distinct effects on RYR1 in fast‐
twitch and slow‐twitch muscles [216, 317]. 
 
4.3.9. Role of Ca2+ in muscle signaling 
 
In  addition  to  regulating muscle  contraction,  Ca2+  is  also  an  important  signaling 
molecule [26, 222]. Many myogenic transcription factors,  including the members of 
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the MEF2 and nuclear factor of activated T‐cell (NFAT) families, respond to multiple 
Ca2+‐regulated signals [47, 179]. 
 
In  addition  to  regulating  muscle  development,  the  MEF2  family  of 
transcription  factors has  important  roles  in adult muscle. MEF2C promotes a  slow 
fiber phenotype, and also has a crucial  role  in maintaining  sarcomeric  integrity, as 
the expression of several muscle structural genes  is dependent on  it  [229]. MEF2A 
has been shown to promote a fast fiber phenotype, by increasing the activity of the 
MYH2  (MyHC‐IIa) promoter  [2];  in addition, MEF2A may  increase the expression of 
neonatal myosin (MyHC‐pn) [240]. 
 
Fiber  type  plasticity  in  adult muscle  is mainly  affected  by  contractile 
activity  and  nerve  stimuli.  The  amplitude  and  duration  of  the  [Ca2+]  transients 
determine which  fiber  type specific  transcriptional programs are activated. Several 
mechanisms  mediate  this  activation,  including  the  calcineurin  (Ca2+/calmodulin‐
dependent  protein  Ser/Thr  phosphatase)  and  CaMK  (Ca2+/calmodulin‐dependent 
kinases) signaling pathways [196]. 
 
The major  downstream  effectors  of  calcineurin  are members  of  the 
NFAT family of transcription factors [47]. Dephosphorylation of NFATs by calcineurin 
induces  their  activation  and  nuclear  translocation.  Calcineurin  has  been  strongly 
implicated  in establishing and maintaining the slow fiber phenotype [47, 196, 272], 
but may also mediate fast fiber‐specific transformations [2]. Different combinations 
of activated NFAT family members are capable of inducing distinct MYH genes [47]. 
In addition, calcineurin  is a modulator of skeletal muscle hypertrophy of both slow 
and fast fibers [183]. 
 
The  resting  Ca2+  gradient  between  the  extracellular  space  and 
sarcoplasm is huge, 1000:1. Free Ca2+ is toxic to cells, and its strict regulation is very 
important. Elevated  cytoplasmic Ca2+  concentrations have been  shown  in  cultured 
DM1  myotubes  [117],  suggested  to  be  due  to  abnormal  Ca2+  influx  through 
(nifedipine‐sensitive)  L‐type  Ca2+  channels  under  resting  conditions.  Ca2+  is  also 
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believed  to  play  a  significant  role  in  dystrophinopathies  and  other  dystrophies 
caused by deficient DAG‐complex.  In  these disorders  loss of  sarcolemmal  integrity 
leads to  leaking of Ca2+  inside the cells, causing damage and eventually muscle cell 
necrosis [71]. 
 
4.3.10. The muscle biopsy 
 
In order  to prevent degradation, muscle biopsies are  immediately  snap  frozen,  for 
example  in  liquid nitrogen‐cooled  isopentane, which results  in rapid freezing of the 
specimen without considerable formation of ice crystals. For histochemical staining, 
the tissue  is embedded  in supporting material  (“tissue glue”) prior to  freezing, and 
sectioned on slides using a cryostat microtome [71]. Frozen material is suitable for a 
variety of analyses,  including enzyme histochemistry,  immunohistochemistry  (IHC); 
in situ ‐hybridization (ISH); as well as RNA and protein extraction. 
 
For diagnostic purposes, a multitude of histochemical  staining can be 
performed. Only  the most common staining approaches are described here, which 
are usually the most informative in any given myopathy. Haematoxylin & eosin (HE) 
is the most widely used staining to reveal general tissue morphology. Haematoxylin 
stains the acidic (basofilic) molecules, such as the nucleic acids blue, also cytoplasm 
of  regenerating  fibers  (“basofilic  fibers”) appear blue due  to  large amount of RNA 
molecules. Eosin stains muscle  fibers and connective  tissue  red‐pink. The modified 
Gomori  trichrome  method  [77]  stains  the  mitochondria  red,  resulting  in  darker 
staining of the slow oxidative fibers, and reveals the presence of nemaline rods and 
rimmed  vacuoles, both  red  (Figure 8). The enzyme histochemical  stainings  for  the 
mitochondrial  oxidative  enzymes  Cytochrome  C‐oxidase  (COX)  and  succinate 
dehydrogenase  (SDH) are often combined, where COX‐negative  fibers appear blue, 
and the COX‐positive fibers brown. The reduced nicotinamide adenine dinucleotide 
dehydrogenase  –tetrazolium  reductase  (NADH‐TR)  staining  also  resolves  the 
localization  of  mitochondria,  the  sarcoplasmic  reticulum  (SR)  is  revealed,  and 
distortions in the myofibrillar structure are visible [71]. The ATPase method, which is 
based on  the different pH optimums of  the ATPase domains  in  the distinct myosin 
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heavy  chain  isoforms  [248],  has  served  as  the  standard  method  for  fiber  type 
differentiation  [71].  However,  immunohistochemical methods  offer  a more  rapid 
and  reliable  means  for  fiber  type  differentiation,  and  the  role  of  MyHC  IHC  is 
increasing in many laboratories [71, 233]. 
 
 
 
 
 
4.4. The muscular dystrophies  
 
The muscular  dystrophies  (MDs)  are  a  heterogeneous  group  of  genetic  disorders 
caused by progressive loss of muscle cells, resulting in muscle weakness and wasting. 
They show considerable variation in clinical manifestation and severity [127]. 
 
Table 2 shows a simplified classification of the neuromuscular diseases. 
They  can  be  divided  into  1) myopathies,  which  are  the  primary  diseases  of  the 
muscle  fiber, 2) myasthenias, caused by defects of  the  the neuromuscular  junction 
and  3)  neurogenic  disorders,  caused  by  nerve  disease  or  injury.  The  disease 
etiologies in different MDs are divergent, although they all result in variable extents 
of death of the muscle cells. An  interesting general feature particular to the MDs  is 
that  usually  the  involvement  of  different  skeletal  muscles  is  selective,  and  the 
pattern is rather typical of the specific disease. This is important because it indicates 
that  some muscles  are  able  to  escape  the  effects  of  the mutation,  reflecting  the 
biochemical and molecular diversity of the different muscles. [127] 
Figure 8. Gomori trichrome 
staining showing granular 
degenerative changes 
corresponding to minirods 
(arrows) in atrophic muscle 
fibers of a patient with 
progressive muscular 
dystrophy of unknown cause. 
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  Cardiomyopathies affect primarily  the heart muscle. However, certain 
skeletal  muscular  dystrophies,  such  as  dystrophinopathies,  are  sometimes 
accompanied  with  cardiomyopathy.  In  myotonic  dystrophies  cardiac  arrhythmias 
and  conduction defects  are encountered  to  variable extent, being more  severe  in 
DM1. 
 
The myotonic dystrophies, the object of this research, are major forms 
of muscular dystrophy. Myotonia means delayed muscle  relaxation after voluntary 
contraction,  which  typically  manifests  as  painless  muscle  stiffness.  The  major 
primary  myotonic  disorders  include  the  nondystrophic  skeletal  muscle 
channelopathies and the myotonic dystrophies DM1 and DM2. The channelopathies 
are caused in most cases by mutations in the chloride channel (CLCN1; e.g. myotonia 
congenita)  or  the  sodium  channel  (SCN4A;  paramyotonia  congenita,  periodic 
paralysis) encoding genes [250]. The myotonic dystrophies are classified as muscular 
dystrophies, even though they differ from the other myotonic disorders by showing 
unique variability in clinical presentation, and multisystemic involvement. 
 
The prevalence of the neuromuscular disorders altogether in Finland is 
estimated  to  be  200/105,  comprising more  than  10,000  patients  [299].  The most 
common genetic myopathies  in Finland are  the  tibial muscular dystrophy  (TMD), a 
distal myopathy which belongs  to  the Finnish disease heritage  (approximately 500 
confirmed, symptomatic patients, plus an equal number of still undiagnosed patients 
are estimated), and the myotonic dystrophies DM1 and DM2  (see chapter 4.4.2.1.) 
[299]. 
 
4.4.1. Repeat expansions and disease 
 
The myotonic dystrophies belong to the group of microsatellite repeat 
expansions, which  are  the  cause of  almost 20 neurological diseases,  including  the 
first identified Fragile X syndrome [86] and Kennedy´s diasease (or spinal and bulbar 
muscular  atrophy,  SBMA)  [146],  Huntington´s  disease,  oculopharyngeal myotonic 
dystrophy, and a variety of spinocerebellar ataxias (SCA) [42, 211]. 
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Table 2. Classification of neuromuscular diseases. 
Myopathies  Gene(s) 
 Muscular dystrophies  
  Myotonic dystrophy type 1 DMPK 
  Myotonic dystrophy type 2 ZNF9 
  Duchenne muscular dystrophy (DMD) DMD 
  Becker muscular dystrophy (BMD) DMD 
  Limb-girdle muscular dystrophies (LGMD) > 20 genes 
  Facioscapulohumeral muscular dystrophy (FSHD) D4Z4 
deletion 
in 4q35 
  Emery-Dreifuss muscular dystrophies (EDMDs) EMD, LMNA, 
SYNE1/2 
  Distal myopathies several 
            E.g. Tibial muscular dystrophy (TMD) TTN 
  Congenital muscular dystrophies (CMD) several 
  Oculopharyngeal muscular dystrophies (OPM, 
OPDM) 
PABPN1 
 Ion channelopathies   
 Chloride channelopathies CLCN1 
  Sodium channelopathies SCN4A 
 Inflammatory myopathies  
 Mitochondrial myopathies  
 Congenital myopathies several 
 Metabolic myopathies  
 Secondary myopathies   
  (endocrinologic, toxic and amyloid myopathies)  
    
Myasthenias   
 Myasthenia gravis  
  Autoimmune diseases of the NMJ  
 Congenital myasthenic syndromes  
  Genes encoding synaptic proteins several 
   
Neurogenic 
disorders 
  
 Motoneuron diseases  
  Amyotrophic lateral sclerosis (ALS) FALS genes 
  Spinal muscular atrophy (SMA), recessive SMN1 
  SMA with severe respiratory distress (SMARD)  IGHMBP2 
  Spinal and bulbar muscular atrophy (SBMA) AR 
 Charcot-Marie-Tooth-disease > 35 genes 
 Amyloid neuropathies TTR, GNS 
 Inflammatory and toxic neuropathies  
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The majority of the mutations consist of repetitive trinucleotide sequences, the only 
exceptions being DM2 with  a  (CCTG)n  tetranucleotide,  and  SCA10 with  a  (ATTCT)n 
pentanucleotide  repeat  expansion.  Different  pathomechanisms  underlie  these 
diaseases; depending on several cis‐ and trans‐acting factors, they may cause protein 
loss‐of‐function  (e.g.  Fragile  X  syndrome),  protein  gain‐of‐function  (e.g. Kennedy´s 
disease), or an RNA‐gain‐of‐function, which  is the case  in the myotonic dystrophies 
DM1 and DM2, Fragile X‐associated  tremor ataxia  syndrome  (FXTAS), and possibly 
also  in SCA8, SCA10 and SCA12.  In  these  latter conditions,  the mutation  resides  in 
noncoding areas, which are transcribed into pre‐mRNA but not translated. 
 
4.4.2. The myotonic dystrophies DM1 and DM2 
 
4.4.2.1. History and prevalence 
 
Myotonic dystrophies type 1  (DM1) and type 2  (DM2) comprise the most common 
form of muscular dystrophy affecting adults. They are dominantly inherited diseases 
caused  by microsatellite  repeat  expansions, with  clinical  and molecular  parallels. 
DM1 was first described more than 100 years ago and its prevalence (12/105) is fairly 
stable  in  European  and  North  American  populations  [10,  106],  even  though 
considerable  regional  variation  occurs,  probably  due  to  a  founder  effect  [329].  In 
accordance with this, there are approximately 600 patients with symptomatic DM1 
in Finland. 
 
Before the DM2 mutation was  identified, families with DM but  lacking 
the DM1 mutation were reported under different denominations: proximal myotonic 
myopathy (PROMM) was first used by Ricker and colleagues [242, 243], followed by 
several  reports  on  European  and  North  American  families  with  similar  clinical 
features  [115,  180,  195,  257,  260,  277].  A  family  in  Finland  was  reported  with 
proximal myotonic dystrophy (PDM), presenting with more severe proximal muscle 
wasting,  but  less myotonic  features  [300].  In  1998,  a  large Minnesota  family was 
described  as  having myotonic  dystrophy  type  2  (DM2),  with  proximal  and  distal 
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(hand) muscle weakness, when the disease was mapped to chromosome 3q21 [65, 
239]. The DM2 mutation was subsequently found in 2001 [158]. 
 
In contrast to DM1, DM2 prevalence  is not well established, due to  its 
later  identification,  late age of onset, milder  clinical picture, and huge variation  in 
severity  and  symptoms  [15,  301,  302].  Similar  to  DM1,  DM2  occurs  mostly  in 
populations of European descent [18, 157, 302], although a single Japanese patient 
has been described with a distinct haplotype [251]. The minimum prevalence of DM2 
was estimated to be 1/105 in European population [301], but it has since been shown 
to be much higher. In central Finland, a prevalence of 16/105 has been established by 
clinical  ascertainment  (Udd  et  al.  unpublished  results),  and  a  recent  study  in  the 
Finnish population determines the frequency of the DM2 mutation at a surprisingly 
high level of 53/105 in the general population (Suominen et al. unpublished results). 
To date, DM2 has not been reported in sub‐Saharan populations. 
 
  Despite  vast  clinical  variability,  the  myotonic  dystrophies  show  less 
genetic heterogeneity  than was earlier  considered. Most  families  first  reported  to 
lack DM2  locus  linkage were subsequently shown to have  the DM2 mutation  [142, 
322]  and  one  candidate  family  with  frontotemporal  dementia  reported  for  a 
potential DM3 locus on chromosome 15 was later found with a VCP mutation [152]. 
 
4.4.2.2. DM1 and DM2 mutations 
 
The  DM1  mutation  was  identified  in  1992  as  an  expanded  trinucleotide  (CTG)n 
repeat track in the 3´ untranslated (UTR) region of the dystrophia myotonica protein 
kinase  coding  gene  (DMPK;  OMIM  *605377)  [41,  85,  167].  In  DM1  patients  the 
repeat  sizes  range  from 50 – 4,000  (150 – 12,000 bp), whereas normal  individuals 
have 5 – 37 repeats. Repeat  lengths of 38 – 49 are considered a premutation allele 
pool,  showing decreased  stability  [9,  266].  The DM1 mutation  length predicts  the 
clinical  outcome  to  some  extent:  classical  DM1  100  –  1,000  repeats;  congenital 
>2,000 repeats [9, 266]. 
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The mutation causing DM2 was  identified  in 2001  in the first  intron of 
the  zinc  finger  9  (ZNF9)  protein  coding  gene  (ZNF9;  OMIM  *116955)  [158].  The 
mutation turned out to be an uninterrupted repeat expansion of the tetranucleotide 
(CCTG)n,  which  is  part  of  the  complex  polymorphic  repeat  motif 
(TG)n(TCTG)n(CCTG)n(NCTG)n(CCTG)n  [18, 158]. The normal alleles  contain  less  than 
30  copies  of  the  (CCTG)  repeat  [158], while  the  range  of  expansion  sizes  in DM2 
patients is huge; the smallest reported mutations vary between (CCTG)55‐75 [17, 158], 
and  the  largest  expansions  have  been measured  to  be  approximately  (CCTG)11,000 
[158]. The mean repeat length is approximately 5,000, however, 10,000 repeats are 
commonly  encountered  [17,  157].  The  uninterrupted  (CCTG)n  repeat  tract  is  less 
stable  than  the normal  interrupted  form,  and  losing  the  interrupting  sequences  is 
thought to predispose to the mutation. Because of the extreme somatic  instability, 
the  threshold  size of  the disease‐causing mutation  is under debate, however,  it  is 
likely  to  be  between  repeat  sizes  (CCTG)30‐75.  Bachinski  et  al.  have  reported  large 
uninterrupted  alleles  (CCTG)22‐33  in  European  population,  which  show  elevated 
instability, strongly suggesting that they represent the DM2 premutation allele pool, 
with  crude  estimation  of  premutation  allele  frequency  between  0.1  –  0.6  [17]. 
Interestingly,  large  uninterrupted  (premutation)  alleles,  showing  increased 
instability, are more frequent in African Americans of sub‐Saharan origin [17]. 
 
Both  DM1  and  DM2 mutations  consist  of  long  uninterrupted  repeat 
tracks, which are thermodynamically less stable than normal alleles, showing a more 
complex pattern with  interrupting sequences. The  tendency of a “dynamic” repeat 
tract  to  contract  or  expand  during  replication  depends  on  the  primary  sequence, 
which  determines  its  capacity  to  form  secondary  hairpin  structures,  the  distance 
from  the  replication origin,  the  flanking  sequences, and  the genomic  location  [42, 
273]. Only the TG‐element contributes to hypervariability in interrupted alleles [17]. 
In other words, only uninterrupted alleles showed expansive variability in the (CCTG) 
tract. 
 
Both DM1 and DM2 expansion mutations show mitotic instability, with 
variation  in  different  tissues  and  cell  types,  causing  somatic mosaicism  [151,  190, 
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303, 325]. The DM1 and DM2 mutations show a tendency to grow longer during the 
patient´s lifetime [158, 326]. However, there is a difference between the two DMs in 
intergenerational passage of the mutation: the DM1 mutation tends to get larger in 
successive  generations,  resulting  in  increased  severity  and  earlier  onset,  a 
phenomenon  known  as  anticipation  [11,  12,  13,  104,  151], whereas  in DM2,  the 
mutation  usually  contracts when  passed  to  the  next  generation,  being  shorter  in 
children [66]. This may explain some of the distinct features of DM2 phenotype, such 
as the missing congenital form of the disease, the later onset of symptoms, and the 
lack of anticipation [301], even though some  implications of anticipation have been 
postulated  in some  families  [143, 264]. There  is a gender bias  in the tendency of a 
repeat  tract  to  expand  or  contract  between  generations  in DM1,  as  the  (CTG)DM1 
repeat more often contracts after paternal transmission, and very  large expansions 
are usually encountered following maternal transmission. Interestingly, the mutation 
length does not seem to correlate with the age of onset and phenotypic severity for 
DM2 [18, 66, 158], in contrast to DM1 [102, 160]. However, it should be noted that 
somatic variation is extensive, and the measured mutation repeat lengths are usually 
derived from peripheral blood  leucocytes. The repeat  lengths  in target tissues such 
as muscle are shown to be much larger in DM1 [5, 288]. 
 
Fine  mapping  using  microsatellite  and  SNP  markers  showed 
conservation of a single common haplotype  in a widespread DM2 patient cohort of 
European descent. This data  indicates a  single  founder DM2 mutation dating back 
4,000 – 12,000 years ago (approximately 200 ‐ 540 generations) [18]. 
 
Primates (gorilla and chimpanzee) have slightly different repeat motifs 
in  intron 1  in ZNF9 still  including the CCTG motif, whereas rodents (mouse and rat) 
do not contain the CCTG repeat element at all [157, 158]. The normal function(s) of 
the  evolutionarily  conserved  noncoding  repeat  tract  in  the  DM2  locus  is  not 
currently known. 
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4.4.2.3. Symptoms 
 
Both DM1 and DM2 are progressive multisystemic disorders with both shared and 
distinct clinical features and pathomechanisms. The core symptoms that express to 
varying degrees  in DM2  include proximal muscle weakness, muscle pain, myotonia, 
posterior subcapsular  iridescent cataracts, tremors, cardiac conduction defects, and 
endocrinological  disturbances  such  as  increased  insulin  resistance  and  male 
hypogonadism. Laboratory findings  include elevated creatine kinase (CK), hypo  IgG, 
positive autoimmune serology and elevated liver enzyme γ‐glutamyl transferase [66, 
290,  301]. Many  of  the  clinical manifestations  are  similar  in  classical  adult  onset 
DM1,  although  with  clearly  distinct  features  including more  severe  weakness  of 
distal  and  facial muscles  (including  ptosis),  leading  to  dysphagia,  and  respiratory 
deficiency.  The  congenital  DM1  form  and  the  early  childhood  onset  form  with 
mental retardation are not observed  in DM2 [106, 298] (see Table 1.  in publication 
III, p. 467, for a summary of clinical features in DM1 and DM2.) However, the clinical 
phenotype  is widely variable  in both  forms, and even more so  in the case of DM2. 
DM2 may manifest with only a few symptoms, very late in the 7th or 8th decade and 
there are no mandatory features common to all patients. There is also wide variation 
in  symptoms  between  different DM2  families  and  among  individuals  in  the  same 
family  [194, 195, 243]. DM2 patients have normal  life expectancy and  they do not 
usually  need  help with  daily  activities,  until  after  age  60,  unless  they  suffer  from 
extensive pain. Musculoskeletal/myalgic pain may be the most disabling, or even the 
only symptom in DM2 [15, 95]. In addition, several less frequent symptoms, or those 
typical of a specific family, include excessive sweating and frontal balding [65], male 
hypogonadism  [300],  and myotonia  induced  by  pregnancy  [203].  Sudden  cardiac 
deaths are rare but may account for DM2‐associated mortality [267]. Recently, it was 
reported that DM2 patients suffer much more frequently from autoimmune diseases 
than  normal  population,  but  such  bias  was  not  associated  with  DM1  [290].  In 
contrast to DM1, no significant increase in complications associated with the use of 
anesthesia has been encountered in DM2 [135, 319]. 
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In magnetic resonance studies, brain white and grey matter changes, as 
well as  cerebral atrophy have been  reported  to be  similar but  less pronounced  in 
DM2  compared  to  DM1.  However,  these  structural  abnormalities  have  no  clear 
functional correlation, as severe cognitive impairment or extensive sleepiness is not 
encountered with DM2 patients, in contrast to DM1 [129, 140, 188, 306]. However, 
some  CNS  changes  including  avoidant  personality  trait  [181]  and  impairment  of 
nonverbal episodic memory, which was linked to specific cerebral structural changes 
[315] have been described also in DM2. 
 
4.4.2.4. Muscle histopathology 
 
Muscle  histopathologies  for  DM1  and  DM2  share  some  general  common  chronic 
myopathic  features,  such  as  the  high  number  of  central  nuclei  and  fiber  size 
variation, which were initially reported to be quite similar (Figure 9) [242, 287]. The 
muscle  pathology  is  progressive,  with  end‐stage  pathology  showing  severe 
reductions  in  fiber number and  size accompanied with  fatty and connective  tissue 
replacement in the most severely affected muscles [65, 106]. In DM1, ring fibers and 
sarcoplasmic  masses  are  more  frequent,  and  type  1  fibers  are  generally  more 
affected [106]. 
 
In general, muscle wasting in DM2 is less prominent, and in accordance 
with  this,  severe  muscle  fiber  loss  is  not  usually  encountered.  Muscle  biopsies 
typically  demonstrate mild  to moderate myopathic  changes,  in  addition  to more 
severe fatty replacement and fibrosis starting  in the  interfascicular space; observed 
only  in  proximal  muscles  of  older  patients  with  considerable  muscle  weakness 
(Figure  9D).  Small  angulated  fibers  and  atrophic  nuclear  clump  fibers,  similar  to 
those in neurogenic atrophy, are frequently found [66]. 
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No clear correlation has been observed between the pattern of muscle 
histopathological  findings  and  the  clinical muscle  phenotype;  including myotonia, 
cramps, weakness and myalgia, or  the order of onset of  symptoms  [268]. Electron 
microscopic  studies  have  not  revealed  any  specific  changes  [243],  even  the 
ribonuclear inclusions showed no distinct structure in EM [301]. 
 
 
 
 
Figure 9. Panel showing muscle histopathological findings in DM1 (A, B) and DM2 (C, 
D).  Cryosections  were  stained  with  Hematoxylin  &  Eosin.  Fiber  size  variation  is 
present in all specimens, as are nuclear clump fibers (black arrows), and internalized 
nuclei (white arrows). (A) DM1 VL muscle showing relatively mild pathology; (B) DM1 
TA muscle  showing  severe  end  stage  pathology, with  prominent  fibrosis  (Fib)  and 
fatty degeneration (F). (C) DM2 VL muscle with early changes, including marked fiber 
size variation and abundant nuclear clumps.  (B), Blood vessels.  (D) DM2 VL muscle 
with  late pathology and muscle weakness, some  fatty  replacement  is seen  (F), and 
remnants of a necrotic fiber (N). Note marked hypertrophy of the spared fibers. 
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4.4.2.5. Diagnostics 
 
The gold standard for DM1 and DM2 diagnostics  is mutation verification by genetic 
testing as  is  seen  for all genetic diseases with  identified mutations.  In  the  case of 
DM1,  the  symptoms  and  family  history  are  often  clear  and  distinctive  enough  to 
make a clinical diagnosis, and the mutation can be confirmed with direct PCR across 
the mutation locus (< 200 CTG‐repeats), or with Southern analysis for repeats larger 
than 100  repeats  [9, 41, 167]. However,  for DM2,  the  symptoms  show  such great 
variability  that  a  clinical  diagnosis  is  most  often  difficult  to  achieve.  Also  the 
molecular  diagnosis  is more  challenging  in  DM2  due  to  the  extremely  large  size 
(mean approximately 5,000 CCTG repeats) and extensive somatic instability [18, 66]. 
Standard molecular  genetic methods,  such  as  Southern  analysis  and  PCR,  are  not 
sufficient  for  definite  mutation  verification.  Hence,  developing  reliable  and 
standardized  genetic  tests  for  the  mutation  confirmation  was  challenging.  A 
recommended  three‐step  method  for  DM2  mutation  testing  [301]  can  achieve 
unequivocal  verification  of  the mutation:  (I)  A  conventional  PCR  assay  across  the 
mutation locus using probes binding to mutation flanking sequences can be used for 
mutation  exclusion.  In  all  DM2  patients,  a  single  PCR  product  representing  the 
normal  allele  can  be  identified  because  the  DNA  polymerase  fails  to  amplify  the 
mutant allele due to its length and stable secondary structures. Two differently sized 
normal alleles exclude DM2 [158]. Due to the fact that approximately 10 % of normal 
population carry, by chance, alleles of exactly similar lengths, this method produces 
a large number of false positives. (II) The sensitivity of a genomic Southern analysis is 
70‐80%,  resulting  in  high  rate  of  false  negatives  [66].  (III)  Repeat‐primed  PCR‐
methods (RP‐PCR), using an internal probe with hanging tail, offer a powerful tool for 
DM2  mutation  verification,  with  99%  accuracy  [66].  Several  alternative,  highly 
specific  and  sensitive methods have been developed  in  addition  to  the RP‐PCR. A 
modified Southern method using field‐inversion electrophoresis (FIGE) is particularly 
efficient  in  determining  the mutation  length,  in  addition  to  qualitative mutation 
verification [18];  likewise high sensitivity (reported 98%) for mutation  identification 
can be achieved using pulsed‐field gel electrophoresis [119]. Other novel Southern‐
based methods have been developed, for example utilizing HCl‐treatment of gels for 
 | 51 
 
more  efficient  transfer  of mutant DNA  onto  a  blotting membrane  [51],  or  repeat 
expansion‐specific  locked  nucleic  acid  probes,  in  combination  with  rolling  circle 
amplification  of  short  expansions,  for  increased  detection  sensitivity  [199,  232]. 
Additional methods developed for the DM2 mutation verification include long‐range 
PCR, [34] and a tetraplet‐primed PCR [52]. 
 
The  combination  of  Southern  analysis  and  one  of  the  “third  step” 
methods  should  verify  the  DM2 mutation  unequivocally  [232].  Currently,  several 
European  laboratories use either modified Southern‐ or RP‐PCR‐based methods  for 
DM2 mutation  verification,  and  exchange  DNA  samples when  needed  for  quality 
control purposes [302]. 
 
Interestingly,  it  has  been  reported  that  currently  diagnosed  DM2 
patients  co‐segregate  a  heterozygous  recessive  CLCN1 mutation more  often  than 
control population  (5% versus 1.6%),  indicating a  selection bias  to DM2 molecular 
diagnostics with these patients [280]. No such bias was observed in DM1 patients. 
 
  In  the  reported  family  studies,  the penetration of DM2 mutation was 
100%  [15, 300]. However,  these  families were  selected  for  inclusion  in  the  linkage 
studies  and  represent  the most  prominent  clinical manifestations  of  DM2.  Later 
experience has  shown  that  in many  families with very  late onset  symptoms  in  the 
probands,  the  very  old  parents  have  not  necessarily  been  identified  to  have 
neuromuscular or other symptoms related to DM2. When asked for symptoms in the 
family  the  response  will  thus  frequently  be  negative,  even  if  later  work‐up may 
identify some proximal muscle weakness or cataracts difficult to separate from aging 
(Udd et al., unpublished results). 
 
4.4.2.6. Pathomechanisms 
 
The  main  molecular  pathomechanism  underlying  the  myotonic  dystrophies  is 
dominant RNA gain‐of‐function [64, 153, 158, 173]. The expansion mutation, (CCTG)n 
in DM2 and  (CTG)n  in DM1,  is  transcribed but not  translated, and  the mutant RNA 
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itself  is necessary and  sufficient  to  induce  the molecular events  leading  to  clinical 
symptoms. The mutant repeat RNA species are retained  in the nucleus, where they 
aggregate  and  sequester RNA‐binding  proteins,  forming  the  ribonuclear  inclusions 
typical of DM1 and DM2  [158, 283]. According  to  the present body of knowledge, 
the mutant RNA exerts  its  toxic effect by disturbing  the distribution and  function, 
and  hence  the  equilibrium  between  the  two  antagonistic  splicing  factors, MBNL1 
(muscleblind‐like  1)  and  CUGBP1  (CUG‐binding  protein  1),  resulting  in  aberrant 
mRNA  splicing  and  translation  [153].  According  to  recent  reports,  there  are 
additional, MBNL/CUGBP1‐independent  pathomechanisms,  involving  dysregulation 
of splicing, transcription, translation, and protein turnover [114, 124, 254, 296, 308]. 
The key pathomechanisms in DM are summarized in Figure 10. 
 
 
 
Figure 10. Key pathomechanisms in myotonic dystrophies. 
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MBNL  and  CUGBP1  both  act  as  splicing  regulators,  often  promoting 
opposite splicing events in their mutual target genes, although their binding sites are 
distinct [110, 124]. Both regulate multiple alternative splicing events. The important 
downstream effect of the dysregulation of these two antagonistic splicing factors  is 
the aberrant splicing  in myotonic dystrophies, resulting  in  inappropriate embryonic 
splicing pattern, which is considered one of the main causes of direct symptoms. The 
aberrant  splicing events  identified  in DMs are  summarized  in Table 3. Of  these, at 
least chloride channel 1  (CLC1) has been  linked  to myotonia  [53, 172, 320];  insulin 
receptor (INSR) to insulin resistance [262]; and cardiac troponin T (TNNT2) to cardiac 
problems [224]. 
 
4.4.2.6.1. The muscleblind proteins 
 
The Drosophila muscleblind gene encodes a zinc  finger motif‐containing homeobox 
protein  required  for  terminal differentiation of muscle and eye  [8, 25].  In human, 
three genes (MBNL1, MBNL2, and MBNL3) encode the muscleblind‐like proteins, of 
which MBNL1 is the major isoform expressed in skeletal and heart muscle [78]. 
 
MBNL2  is  ubiquitously  expressed,  while  MBNL3  is  only  found  in 
placenta. MBNL1 binds to dsRNA hairpin structure, and its binding is proportional to 
the size of the expanded repeat [187]. All MBNL isoforms are capable of binding the 
nuclear  foci  [78],  and  are  able  to  cause  alternative  splicing  of  TNNT2  and  INSR 
minigenes  [110].  However,  only MBNL1  has  been  consistently  implicated  in  DM 
pathophysiology  [156],  whilst  MBNL2  may  play  some  role  [103].  In  fact,  a 
comparative study of HSALR and Mbnl1 –knockout mice  indicated that majority  (up 
to 80%) of  the abnormal  splicing  could be due  to decreased Mbnl1  levels  [70].  In 
normal  postnatal  development,  MBNL1  is  predominantly  translocated  from 
cytoplasm  to  nucleus  [156],  where  it  controls  the  temporally  regulated 
transcriptional switch from embryonic to adult isoforms, through alternative splicing 
of certain exons [156]. 
.
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Table 3. Abnormally spliced genes in myotonic dystrophies. 
Protein Gene Splice event Tissue DM1 DM2 Ref 
Cardiac troponin T (TNNT2) TNNT2 Exon 5 retention Heart muscle x  [224] 
Insulin receptor (IR) INSR Exon 11 exclusion Sk muscle x  [262] 
Insulin receptor (IR) INSR Exon 11 exclusion Sk muscle  x [263] 
Tau (MAPT) MAPT Exon 2 exclusion Brain x  [271] 
Tau (MAPT) MAPT Exons 2/10 exclusion Brain x  [121] 
Tau (MAPT) MAPT Exon 6c exclusion/exon 6d retention Brain x  [154] 
Tau (MAPT) MAPT Exons 2/3 exclusion Brain x x [177] 
Chloride channel 1 CLCN1 Exon 7a retention Sk muscle x x [53, 172] 
Chloride channel 1 CLCN1 Intron 2 retention Sk muscle x x [53, 172] 
Myotubularin-related protein 1 
(MTMR1) MTMR1 
Exons 2.1/2.3 
exclusion Sk/heart muscle x  [43] 
Fast sk troponin T (fTnT) TNNT3 Fetal (F) exon inclusion Sk muscle x  [126] 
Fast sk troponin T (fTnT) TNNT3 Fetal (F) exon inclusion Sk muscle x x [255] 
N-methyl-D-Asp receptor 
(NMDAR1) NMDAR1 Exon 5 retention Brain x  [121] 
Amyloid precurson protein 
(APP) APP Exon 7 exclusion Brain x  [121] 
Ryanodine receptor 1 (RYR1) RYR1 Exon 70 exclusion Sk muscle x  [134] 
SERCA1 Ca2+ ATPase ATP2A1 Exon 22 exclusion Sk muscle x  [134] 
SERCA2 Ca2+ ATPase ATP2A2 Intron 19 retention Sk muscle x  [134] 
ZASP LDB3 Exon 7 inclusion Sk muscle x x [156] 
ZASP LDB3 Exon 7 inclusion Heart muscle x  [170] 
Titin (TTN) TTN Exons Zr4/Zr5/Mex5 retention Sk muscle x x [156] 
Calpain3 (CAPN3) CAPN3 Exon 16 exclusion Sk muscle x x [156] 
GFAT1 GFAT1 Exon 10 exclusion Sk muscle x  [156] 
MBNL1 MBNL1 Exon 7 retention Sk muscle x x [156] 
Dystrophin (DYS) DMD Exons 71/78 exclusion Sk/heart muscle x  [200] 
Alpha-dystrobrevin (DTNA) DTNA Exons 11A/12 retention Sk/heart muscle x  [201] 
Ankyrin-2 ANK2 Exon 21 exclusion Sk muscle x  [210] 
F-actin capping protein beta CAPZB Exon 8 exclusion Sk muscle x  [210] 
Zinc finger protein 9 (ZNF9) ZNF9 Intron 1/3 partial retention Sk muscle  x [234] 
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The binding sites for MBNL1 or CUGBP1  in some mRNA species are known, and the 
molecular effect on splicing already discovered. For example, MBNL1 binds to TNNT2 
intron upstream of exon 5 and blocks access of the splicing factor U2AF65 promoting 
skipping  of  TNNT2  exon  5  [110].  In  DM1  and  DM2,  the  concentration  of  soluble 
nuclear MBNL1  is  reduced due  to  its  sequestration  in  ribonuclear  foci,  resulting  in 
loss‐of‐function and  incomplete  switch  to adult  isoforms  [156].  Interestingly, most 
aberrant  splicing  events  described  in  DMs  involve  the  expression  of  fetal  or 
embryonic isoforms. 
 
4.4.2.6.2. CUGBP1 
 
Specifically  in  DM1,  an  additional  feature  of  CUGBP1  protein  up‐regulation  is 
observed  [262, 297]. CUGBP1 belongs to the  family of CELF  (CUGBP and ETR‐3  like 
factors)  proteins. Under  normal  conditions, CUGBP1  is  upregulated  during muscle 
differentiation, where  it has  regulatory  functions on both pre‐mRNA  splicing  [295] 
and  translation  [296].  In  DM1,  the  steady‐state  CUGBP1  protein  levels  are  also 
elevated  in  adult  muscle,  due  to  protein  kinase  C  (PKC)‐mediated 
hyperphosphorylation, which  increases  the  half‐life  of  CUGBP1  [145],  resulting  in 
increased  activity. However,  the exact mechanism of  this  activation  is not  known. 
Also other kinases are known to phosphorylate CUGBP1, such as Akt kinase at Ser28 
[253],  and  cyclin  D3/cdk4/6  at  Ser302  [294].  Developmentally  regulated 
phosphorylation of the different sites in CUGBP1 directs its affinity to different target 
mRNA species. 
 
  Unlike MBNL1,  CUGBP1  specifically  binds  ssRNA,  and  it  does  not  co‐
localize with the ribonuclear foci, even though there is evidence that it binds to the 
stem  of  RNA  hairpin  structures  in  DM1  [182].  However,  it  is  increased  in  both 
nucleus and cytoplasm  in DM1, where  it associates predominantly with the soluble 
fraction  of  the mutant  (CUG)n  transcript  [297].  Interestingly,  only mouse models 
expressing the expanded (CTG)n repeat within  its native genetic context, the DMPK 
3´‐UTR,  show  CUGBP1  upregulation,  suggesting  that  the  mutation  flanking 
sequences have a  critical  role  in CUGBP1 activation  [210].  In agreement with  this, 
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CUGBP1 shows no dysregulation  in animal models, which express expanded  (CTG)n 
from  an  unrelated  sequence  [173],  or  in DM2, with  one  exception: CUGBP1‐eIF2‐
complex was found to be  increased  in DM2 patient myoblasts, and to  interact with 
(CCUG) repeats [254]. 
 
CUGBP1 was first implicated in splicing dysregulation of TNNT2 in DM1 
[224].  It has been  linked  to numerous splicing events since.  In addition  to splicing, 
CUGBP1 has other  functions  involved  in  translation  regulation  and mRNA  stability 
[296,  297].  CUGBP1  is  required  for  proper myocyte  differentiation  [295]: MEF2A 
(myogenic enhancer  factor 2A)  and p21  are  translational  targets of CUGBP1  [295, 
296].  By  increasing  their  translation,  and  subsequent  elevation  of  other  proteins, 
such as myogenin, CUGBP1 may  inhibit myogenesis and delay muscle development 
in DM1  [296]. CUGBP1 may also  stabilize  its  target mRNA  species by binding AREs 
(AU‐rich elements), or mediate mRNA decay of short‐lived transcripts by interaction 
with GU‐rich elements [192, 308, 331]. 
 
4.4.2.6.3. Role of DMPK in DM1 
 
Soon  after  the  discovery  of  the  DM1 mutation,  decreased  levels  of  both  DMPK 
mRNA and protein were reported in muscle of DM1 patients, suggesting that DMPK 
is directly involved in DM1 pathophysiology [84]. Accordingly, knockout mice lacking 
Dmpk  show  progressive  late‐onset  myopathy  [84],  and  heart  conduction 
abnormalities  [27].  In DM1,  the repeat expansion  is  incompletely cleaved  from  the 
DMPK pre‐mRNA, leading to both viable and aberrant DMPK mRNA species. A  large 
proportion of the (CUG)DM1‐containing mutant transcript is retained in the nucleus as 
the  ribonuclear  foci  [63];  however,  it  is  also  to  some  extent  exported  from  the 
nucleus  to  the cytoplasm  [283, 297]. Defects  in  the posttranslational processing of 
the mutant DMPK transcript, and its nuclear retention as a constituent of the nuclear 
foci,  cause  lower DMPK protein  levels and hence, haploinsufficiency  in DM1  [141] 
[63]. 
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4.4.2.6.4. Role of ZNF9 in DM2 
 
Originally,  the  role of ZNF9  in DM2 pathogenesis was  thought  to be  less  relevant, 
based on studies with cell culture models, which failed to  indicate any effect of the 
(CCTG)DM2  expansion  on  ZNF9  mRNA  or  protein  expression  [37,  175].  However, 
recently accumulating data  indicates that these models may have been  insufficient 
for such conclusions. Chen et al. (2007) reported that Znf9 haploinsufficiency in Znf+/‐ 
mice produces a multiorgan phenotype reminiscent of myotonic dystrophy, including 
muscle weakness,  cataracts, myotonic  discharges,  and  cardiac  conduction  defects 
[55]. Subsequently, reduction of ZNF9 protein was reported  in DM2 myoblasts and 
muscle biopsies  [114, 219]. Later,  it was shown  that both ZNF9 mRNA and protein 
are reduced in DM2, and that the mechanism underlying this is the impaired splicing 
of  ZNF9,  due  to  the mutant  (CCUG)DM2  sequence  in  the  first  intron.  In  the  same 
study, altered subcellular localization of ZNF9 in DM2 muscle was reported [234]. 
 
ZNF9 is expressed in a variety of tissues, most abundantly in heart and 
skeletal muscle  [158].  ZNF9  contains  seven  zinc‐finger  (CCHC) motifs  common  to 
transcription  factors  and  ribosomal  proteins,  and  its  protein  structure  is  highly 
conserved, suggestive of an important biological role [81, 312]. Znf9‐/‐ knockout mice 
are  embryonic  lethal  due  to  defective  forebrain  development  [56].  ZNF9  binds  to 
several  gene  regulatory elements  [80, 185, 235],  and  it has been  suggested  to be 
involved  in  a  variety  of  transcription  and  splicing  events.  However,  accumulating 
evidence is pointing to translation as the major regulatory role for ZNF9: it has been 
shown  to  regulate both  cap‐dependent  and  cap‐independent  translation  initiation 
[96,  220],  as  well  as  internal  ribosome  entry  site  sequence  (IRES)  –mediated 
translation,  the  activation of which was  reduced  in DM2  [256].  Importantly,  ZNF9 
binds  to  terminal  oligo‐pyrimidine  tract  (TOP)  containing mRNAs,  including  those 
encoding  ribosomal  proteins  and  elongation  factors.  This  has  been  specifically 
indicated in DM2 pathomechanisms, as down‐regulation of ZNF9 reduces the global 
protein synthesis in DM2 [114]. 
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4.4.2.6.5. The nuclear foci 
 
Despite the nuclear foci being a characteristic finding in myotonic dystrophies, there 
is evidence  that  the  ribonuclear  inclusions are neither  toxic nor mandatory  for  the 
disease  pathogenesis.  They  could  even  be  protective,  as  a  mouse  model 
overexpressing the normal DMPK 3´ UTR mRNA, containing (CTG)5, developed many 
of  the core  features  seen  in DM1,  including myotonia, cardiac conduction defects, 
and  defective  splicing  [168].  This  is  in  agreement  with  a  Drosophila model  with 
nuclear  foci  formation  but  no  phenotype  [112];  the  same  study  suggested  that 
MBNL1 may,  in  fact, stabilize  the CTG‐repeat secondary structures, and hence,  the 
nuclear foci [112]. Nuclear foci in DM2 muscle cells are generally larger compared to 
foci in DM1, possibly due to larger repeats in DM2 and/or more abundant expression 
of ZNF9 versus DMPK [171]. 
 
4.4.2.6.6. Neighboring genes 
 
Neighboring  genes  may  well  modify  pathophysiology  in  DMs,  which  further 
complicates  the molecular  pathomechanisms  and  clinical  outcome.  Six5  knockout 
mice develop cataracts, even  in the heterozygous state (although without a muscle 
phenotype)  [261]. Haploinsufficiency  of  SIX5  and DMWD  have  been  implicated  in 
some DM1 patients, which may be due  either  to  transcriptional defects, or  failed 
nuclear export of the transcripts [4, 136, 139, 289]. 
 
It  has  been  suggested  that  the  CTG  repeat  affects  the  chromatin 
structure at the mutation locus (3´), making it more condensed and less accessible to 
nucleases [213]. Subsequently, it was shown that this affects the transcription of the 
neighboring genes [136, 289]. 
 
4.4.2.6.7. Other pathomechanisms 
 
Another pathomechanism suggested in DM2 involves protein turnover; the catalytic 
core subunits of the proteasome were identified as (CCUG)‐interacting proteins, and 
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inhibition of protein degradation, or  increased stability of short‐lived proteins, was 
observed in DM2 myoblasts [254]. 
 
Myogenic differentiation has been shown to be defective  in DM1: the 
satellite  cells  are  able  to  proliferate  normally,  but  they  show  delay  in  fusion  and 
differentiation  [88].  A  role  of  CUGBP1  has  been  implicated,  as  it  impairs  the 
transcriptional  activation  of myogenic markers  necessary  for  differentiation  [219, 
295].  In  congenital DM1,  the  satellite  cells  are defective  also  in proliferation  [90], 
whereas in DM2, no abnormalities in myogenic program or satellite cells have been 
described [50, 219]. 
 
4.4.2.7. Animal models 
 
Several mouse models have been developed which display features of DM1, some of 
the most  important ones are described below.  Interestingly, none of the models so 
far have reproduced the multisystem disease completely. This may be due to several 
reasons,  including  the  mutation  length  and  level  of  expression,  whether  the 
mutation  is  expressed  from  its  native  genetic  context,  or  from  an  unrelated 
localization,  the  genetic  background  of  the  model  animal  species,  and  variation 
between  different  strains.  In  addition,  there  is  less  somatic  and  intergenerational 
instability  of  long  repeat  tracts  in  mouse.  DM2  mouse  models  have  not  been 
reported as yet. 
 
Transgenic  mice  have  been  developed  to  carry  human  actin‐gene 
modified to include a short repeat (CTG)5 or a long repeat (CTG)250, called HSASR and 
HSALR, respectively [173]. The transgene was selectively expressed in skeletal muscle, 
and the HSALR mice displayed aberrant splicing events similar to DM1 with developed 
myotonia  and  mild  histopathological  alterations  of  the  skeletal  muscle,  but  not 
weakness and wasting. 
 
A French group generated a transgenic mouse carrying a large (>45 kD) 
human genomic  fragment  containing DMPK with more  than 300 CTG  repeats, and 
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also  the  neighboring  genes  DMWD  and  SIX5  [273].  The  repeat  expansion  in  this 
model  showed both  somatic and  intergenerational  instability, although  the  rate of 
instability is generally lower in mice. The phenotypes were variable between strains 
and also between individual mice in the same strain. Importantly, the mouse strains 
with a phenotype showed myopathic changes, atrophy and myotonia, and findings in 
the brain suggested similar tau pathology as encountered in DM1 patients [274]. 
 
Because of the well established role of MBNL1  in DM pathogenesis, a 
MBNL1 knockout mouse was developed [126]. It showed a very similar phenotype as 
the  HSALR  model,  including  splicing  abnormalities,  myotonia  and  mild  muscle 
pathology  [126].  CUGBP1  overexpressing  mouse  models  presented  with  delayed 
skeletal  muscle  differentiation  and  muscular  dystrophy,  with  translational 
dysregulation [296], in addition to aberrant splicing in both heart and skeletal muscle 
[109]. 
 
Subsequently,  an  adeno‐associated  virus  2  (AAV2)‐vector  mediated 
inducible  mouse  model  was  described,  harbouring  a  longer  (CTG)960  repeat, 
corresponding  to  its  native  locus  in  the  3´UTR  of DMPK  [210].  The  construct was 
expressed selectively in skeletal muscle. In addition to replicating the myotonia and 
abnormal  splicing  of  the  HSALR  and  MBNL1  ko,  this  (CTG)960  mouse  displayed 
upregulation  of  CUGBP1  protein.  The mice  displayed  severe muscle wasting  and 
weakness, along with dystrophic changes  in muscle histopathology  [210]. A mouse 
model  (EpA960/MCM) expressing a similar  inducible  (CTG)960 cassette, specifically  in 
heart,  fully  recapitulated  the  heart  phenotype  in  DM1,  including  arrhythmias, 
cardiomyopathy, and systolic/diastolic dysfunction, with a key molecular pathology 
of nuclear foci formation and aberrant splicing [310]. 
 
Drosophila  models  for  DM1  indicated  that  longer  expansions  are 
needed  for  pathological  effects  in  fly;  a model  expressing  (CTG)162  from  human 
DMPK 3´‐UTR did develop ribonuclear foci, but no disease phenotype [112], whereas 
expressing  sole  interrupted  (CTG)480 without DMPK  flanking  sequences  resulted  in 
foci formation, muscle wasting and eye phenotype [67]. 
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4.4.2.8. Management and gene therapy 
 
There  is no cure  for myotonic dystrophies, however medication and physiotherapy 
may relieve some of the symptoms. Cardiorespiratory disorders account for 70% of 
the mortality in DM1, emphasizing the need for active monitoring and interventions 
at some stage of the disease. Even though malignant cardiac arrhythmias are more 
rare  in DM2,  it has been  suggested  that annual ECG  should be also performed on 
DM2 patients  [302].  Early  insertion of pacemakers  in DM1 patients  could prevent 
some of the sudden deaths due to arrhythmia. Respiratory complications and apnea 
in  DM1  may  require  non‐invasive  ventilation,  and  daytime  sleepiness  may  be 
relieved  using  CNS  stimulant  drugs  [164,  298].  These  measures  are  usually  not 
needed for DM2 patients. 
 
Cataracts  may  require  surgical  removal.  Gastrointestinal  symptoms, 
such  as  abdominal  pain,  dysphagia,  vomiting  and  diarrhoea,  are  common  in DM1 
patients,  and may  also  occur  in DM2  patients  [245,  246,  291,  292].  Some  of  the 
symptoms can be relieved medically, however, there  is no treatment for dysphagia 
in DM1 except  for parenteral  feeding  [298]. Myalgic pains  in DM2 do not  respond 
well to conventional analgesics. 
 
There  have  been  some  reports  concerning  the  treatment  of muscle 
wasting  in DM1, that suggest  insulin‐like growth factor 1 (IGF1) therapy to  improve 
insulin insensitivity in DM1 myoblasts [87]. Treatment with creatine may moderately 
improve muscle  strength  in DM2 patients, but not  in DM1 patients  [265]. Training 
does not  relieve muscle  symptoms  in DMs, but moderate exercise  is not harmful, 
and  it may have other beneficial effects on patients  [309]. Myotonia  is often not a 
major complaint, however, DM1 patients may be treated with mexiletine [161]. 
 
  The  continued  search  for  molecular  pathomechanisms  in  myotonic 
dystrophies has enabled the development of gene and molecular therapy strategies 
at  several  levels.  These  include  (I)  elimination  of  the  expanded  C/CUG  RNAs;  (II) 
preventing harmful protein binding  to  the mutant RNA;  (III)  reversing  the aberrant 
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splicing  events  [320];  (IV)  forcing  nuclear  export  of  the  mutant  RNA;  (V) 
overexpression  of  MBNL1  [125];  (VI)  restoring  normal  CUGBP1  levels  by  PKC 
dephosphorylation  [311]. Most attention has been directed  to  strategies designed 
for  specific  targeting of  the  toxic expanded RNA  [197]. Silencing of mutant  (CUG)n 
RNA can be achieved by several methods. Using ribozymes or artificial trans‐splicing 
molecules, 3´part of the mutant transcript can be exchanged to reduce the number 
of  CTG  repeats  [54,  226].  Antisense  strategies  inducing  degradation  of  mutant 
transcripts  have  been  applied  by  introducing  complementary  antisense  RNA 
molecules  directed  against  DMPK  3´UTR.  This  resulted  in  partial  reduction  of 
pathological  effects  in  DM1  patient  myoblasts  [89].  Antisense  oligonucleotides 
(AONs), which  induce  the  degradation  of  the DNA‐RNA  hybrid  by  RNase H  [144], 
have  been  used  successfully  in  both  patient myoblasts  and  two  different mouse 
models for DM1 [198]. RNA  interference pathways have also been utilized  in order 
to eliminate  the  formation of hairpin  structures  in mutant RNA,  reminiscent of A‐
form  RNA.  Trials  using  synthetic  RNA  oligos  and  lentiviral  vector‐delivered  short 
hairpin RNA  targeting sequences resulted  in reduction of mutant DMPK  transcripts 
[150]. Another approach to avoid the pathological effects of the mutant repeat RNA 
is  to  inhibit  detrimental  protein  binding  to  the  hairpin  structures  formed  by 
(C/CUG)n. Use of morpholino‐type AONs, which bind to and inhibit activity of, but do 
not  induce  degradation  of  the  target  RNA  [279],  resulted  in  release  of  MBNL1 
protein from the expanded (CUG)n, and subsequent restoration of aberrant splicing 
in HSALR mice  [321].  Recently,  a  group  of  small molecules,  including  pentamidine 
[313] have been described, which release MBNL1 from (C/CUG) repeats [7, 94, 313]. 
 
Several  studies  on DM1 mouse models  suggest  that  the  pathological 
effects  are  reversible  [106,  143]  [311,  320],  which  makes  development  of  gene 
therapies  that may  be  clinically  useful,  very  important.  In  addition  to  overcoming 
harmful  side‐effects,  developing  an  efficient  means  for  delivering  the  active 
compounds  to  the  target  tissues, which  are  versatile  in  DMs,  continues  to  be  a 
challenge in DM molecular therapy. 
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5. AIMS OF THE STUDY 
 
At the beginning of this study, the DM2 mutation had just been discovered, and tools 
for  accurate  mutation  verification  were  not  widely  available.  In  addition,  using 
routine  muscle  histopathological  methods,  the  muscle  histopathology  of  DM2 
showed mostly non‐specific, mild myopathic findings, similar to DM1, which offered 
no  possibility  for  differential  diagnostics.  The  principal  goal  of  this  work  was  to 
develop  new  methods  for  DM2  diagnostic  purposes  utilizing  muscle  biopsies 
frequently  taken  from patients with undefined muscular  symptoms.  In  the  second 
part of the study, the differences in mRNA and protein expression between DM1 and 
DM2  were  assessed  in  order  to  resolve  the  specific  pathways  involved  in  the 
molecular  pathology  of  the myotonic  dystrophies,  with  special  emphasis  on  the 
differences between the two similar but distinct diseases. 
 
 
The specific objectives in this study were: 
 
1. To improve differential diagnostics of DM2 by  
a. identifying  specific  differences  in  the  muscle  histopathology,  for 
screening of patients for eventual mutation verification 
b. developing  an  accurate  DM2  mutation  verification  method  using 
muscle biopsy material 
 
2. To gain understanding of the defective molecular pathways underlying DM2 
muscle pathology by 
a. studying expression of muscle‐specific proteins using standard methods 
b. studying mRNA expression of muscle‐specific genes using microarrays, 
and differential splicing using splice variant analysis 
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6. MATERIALS AND METHODS 
 
6.1. Patients and samples 
 
Sixty‐two DM2 patients participated in this study (publications I‐IV). The majority of 
them were Finnish (37) and the remaining patients originated from North America, 
France, Spain, and Italy. All Finnish DM2 skeletal muscles used were vastus  lateralis 
(VL),  whereas  the  foreign  cohort  consisted  mostly  of  biceps  brachii  and  deltoid 
muscle biopsies. 
 
Thirty DM1 patients from various countries and ethnic origins (Swedish, 
French, North American, Spanish, and Finnish) served as controls. The muscles used 
were tibialis anterior  (TA), VL, biceps brachii and deltoid. Disease controls, with AR 
congenital myotonia (CLCN1‐channelopathy) patient (I), TMD, BMD and DMD (III, IV) 
were also included. In addition, more than 20 muscle biopsies from healthy controls 
from Finland and North America were used. 
 
In experiments where DM1  samples were  analyzed  to  assess  specific 
differences in comparison to DM2, muscle biopsies matched by age, sex, muscle site, 
and stage of pathology were preferably used. Both muscle biopsy and blood samples 
were obtained from all patients and control individuals in this study. 
 
6.1.1. Consent and ethics committee permissions 
 
The  majority  of  the  DM2  biopsies  had  previously  been  taken  for 
diagnostic purposes. Enrollment of patients was approved by the  local  institutional 
review boards, and the muscle biopsies and blood samples were used  in this study 
only after informed consent from the patients. 
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6.1.2. Patients included in the histopathological study (I) 
 
Nine biopsies  from DM2 patients were  included  as  follows:  Finnish VL  (3),  French 
deltoid (3), and  Italian biceps (3). Biopsies from age‐matched French DM1 patients, 
VL  (3),  deltoid  (3),  biceps  (2), with mild  pathology,  and  one  recessive  congenital 
myotonia patient with a homozygous mutation in the CLCN1 gene served as controls. 
 
6.1.3. Patients included in the study of new diagnostic methods (II) 
 
Altogether 13 Finnish DM2 patients with previous molecular genetic diagnosis, and a 
cohort  of  patients  with  an  undefined  (at  the  time  of  the  study)  neuromuscular 
disorder (n = 31) served as subjects. Additionally, four healthy individuals, and three 
DM1 patients were used as (negative) controls in CISH and FISH. 
 
6.1.4. Patients included in the studies of sarcomeric and Ca2+ handling proteins and 
mRNA expression (III, IV) 
 
We used two distinct sample sets for the protein (set 1) and mRNA (set 2) expression 
studies.  In  set  1  (publication  III),  20  DM2  and  9  DM1  patients  were  included, 
together with 2 healthy individuals and 1 TMD‐patient. Set 2 (III) was used for mRNA 
expression profiling  and  splice  variant  analysis  and  consisted of  20 DM2,  10 DM1 
patients and 6 healthy controls. In publication IV, the same samples were used, with 
additional DM1  (n = 2)  and healthy  controls  (n = 12)  in  set 1, and neuromuscular 
disease controls with TMD (n = 1), BMD (n = 3) and DMD (n = 3) in set 2. 
 
6.1.5.  Patients  with  neuromuscular  diseases  included  in  the  study  of  protein 
expression in the highly atrophic fibers (U) 
 
The same DM2 patients as  in set 1 (III) were used for a broader protein expression 
study in muscle samples by immunohistochemistry, including an additional 9 Finnish 
patients with neurogenic disorders as disease controls: Charcot‐Marie‐Tooth disease 
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(1); amyotrophic lateral sclerosis (2); familial amyotrophic lateral sclerosis (3); lower 
motor neuron syndrome (2); spinal and bulbar muscular atrophy (1). 
 
6.2. Methods  
The  methods  used  in  this  study  are  summarized  in  Table  4.  The  methods  are 
described briefly herein; for details, please see the corresponding article where full 
descriptions of methods can be  found.  In addition, Table 5 summarizes all primary 
antibodies used in this study. 
 
 
 
Table 4. Methods used in this study. 
Method  Study 
Immunohistochemistry  I, III, IV 
Immunofluorescence  III, IV 
Enzyme histochemistry  I 
Muscle morphometry  I 
Bright and dark field microscopy  I‐IV 
Chromogenic in situ hybridization  II 
Fiber‐FISH  II 
PCR‐based allele sizing  II 
Repeat‐primed (RP‐)PCR  II 
Field‐inversion gel electrophoresis  II 
Western blotting  III, IV 
Microarray expression profiling  III, IV 
Splice variant analysis  III, IV 
Confocal microscopy  IV 
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Table 5. Primary antibodies used in this study. 
Antibody Gene Protein Clone Supplier Ref. 
WB-MHCf MYH2 
(/MYH1) 
MyHC-IIa(/x) WB-MHCf NC [73] 
A4.74 MYH2 MyHC-IIa A4.74 DSHB [316] 
MHCf(ast) MYH2 
(/MYH1) 
MyHC-IIa(/x) MY-32 SA [107] 
MHCs(low) MYH7 MyHC-beta/slow NOQ7.5.4D SA [69] 
MHC-beta MYH7 MyHC-beta/slow WB-MHCs NC - 
MHCd MYH3 MyHC-emb RNMy2/9D2 NC [73] 
MHCn MYH8 MyHC-pn WB-MHCn NC [73] 
SERCA-1 ATP2A1 SERCA1 VE121G9 RDI [204] 
SERCA2 ATP2A2 SERCA2 goat pAb SCB [184] 
TropT TNNT3 fTnT T1/61 NC [30] 
NCAM NCAM1 NCAM-1 UJ13A DAKO [217] 
nNOS NOS1 NOS1 NOS-B1 SA [230] 
Bcl-2 BCL2 BCL2 124 DAKO [223] 
Cleaved Casp-3 CASP3 CASP3 5A1 CS [118] 
Dystrophin C-
term. 
DMD DYS rabbit pAb NM - 
Myogenin  MYOG Myogenin F12B SA [215] 
Vimentin VIM Vimentin 3B4 DAKO [33] 
ZASP LDB3 ZASP mouse pAb G. F. [79] 
RyR RYR1/2 RYR1/2* 34C NB [123] 
DHPR alpha-1 CACNA1S DHPR 1A NB [193] 
Triadin TRDN TRDN (pAb) SCB - 
Junctophilin JPH1 JPH1 (pAb) ABN - 
CASQ1 N-16 CASQ1 CASQ1 goat pAb SCB - 
CASQ2 CASQ2 CASQ2 rabbit pAb ABC [159] 
Calcineurin PPP3CA CaN CN-A1 SA [207] 
NFATc3 NFATC3 NFATC3 mouse pAb ABN - 
Pax7 PAX7 PAX7 Pax7 DSHB [130] 
Alpha-actinin ACTN2/3 ACTN2/3 EA-53 SA - 
NC, Novocastra Laboratories, Newcastle Upon Tyne, UK; DSHB, Developmental Studies 
Hybridoma Bank, University of Iowa, Iowa City, IA, USA; SA, Sigma‐Aldrich, Saint Louis, MO, 
USA; RDI, RDI Division of Fitzgerald Industries Intl, North Acton, MA, USA; SCB, Santa Cruz 
Biotechnology, Inc., Santa Cruz, CA, USA.; DAKO, Glostrup, Denmark; CS, Cell Signaling 
Technology, Inc., Danvers, MA, USA; NM, NeoMarkers, Thermo Fisher Scientific, Inc., 
Fremont, CA, USA; G. F., ZASP mouse pAb was a generous gift from Dr. Georgine Faulkner, 
Trieste, Italy; NB, Novus Biologicals, Inc., Littleton, CA, USA; ABN, Abnova Corporation, 
Taipei, Taiwan; ABC, Abcam, Cambridge, UK. pAb, polyclonal antibody. *The RYR antibody is 
reported to recognize RYR1 and RYR2; however, we conclude that this antibody detects 
mainly the dominant RYR1 isoform in skeletal muscle, based on expression data and the 
immunohistochemical findings: localization to the SR junctional membranes with DHPR, and 
higher signal in the fast fibers. 
In order  to  to  verify  that  each antibody  recognizes  its  intended  target,  they 
have been carefully tested  in  immunohistochemistry and/or Western blotting using healthy 
control muscle material, and compared the obtained results with the information provided by 
the Ab manufacturer and  literature. We have  confirmed  that  subcellular distribution  (IHC) 
and molecular weight (WB) are in concordance with published data of each protein. 
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6.2.1.  Immunohistochemistry  (I,  III,  IV),  immunofluorescence  (III,  IV)  and 
microscopy (I‐IV) 
 
All muscle biopsies used  in  this  study were  snap  frozen  in  isopentane cooled with 
liquid nitrogen, and  stored at  ‐80°C –  ‐135°C until use. Either 6 or 10  μm  sections 
were cut on glass slides using a cryomicrotome, and the sections were stored frozen 
at ‐80°C.  
 
  For DAB  immunohistochemistry,  either  BenchMark  (Ventana Medical 
Systems,  Tucson,  AZ,  USA)  or  TechMate  (DakoCytomation,  Glostrup,  Denmark) 
automated  immunostainer was used, according  to  the manufacturer´s  instructions. 
Immunofluorescent  stainings  were  performed  manually  using  the  following 
procedure. The sections were fixed in 4% PFA for 10 min, at room temperature (RT), 
or in methanol at ‐20°C for 2 min. The sections were then permeabilized using 0.2% 
Triton‐X‐100, and blocked with 1% bovine serum albumin (BSA). The Ab incubations 
were performed at RT for 1 – 2 h. The slides were rinsed with PBS, and mounted in 
mounting medium  containing  an  anti‐fade  agent.  The  slides were  viewed under  a 
light microscope,  or  using  a  Zeiss  LSM  510  confocal microscope  (Carl  Zeiss,  Inc., 
Göttingen, Germany). 
 
6.2.2. Enzyme histochemistry (I) 
 
The  ATPase  staining  used  for  fiber  type  differentiation  was  performed  by  pre‐
incubating the slides in either alkaline Barbital‐Na (pH 10.4), or acidic Ba‐acetate (pH 
4.3/pH 4.6). After rinsing the slides, ATP solution was added, followed by a substrate 
solution. Counterstaining with Herovici was performed, and the slides were mounted 
in HistoMountTM. [71] 
 
6.2.3. Muscle morphometry (I) 
 
Randomly  selected  regions  on muscle  sections  stained with  ATPase  or MyHC‐IHC 
were  analyzed  by measuring  the  “smallest  diameter”  [71].  Approximately  500  – 
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5,000 fibers were measured in each specimen, and the data was analyzed using the 
Microcal Origin software (Microcal Software  Inc., Northampton, MA, USA). Atrophy 
and hypertrophy factors were calculated, and metahistograms were generated. 
 
6.2.4. Chromogenic in situ‐hybridization (II) 
 
Frozen muscle biopsy sections were prepared as  in 2.1.  In addition, some formalin‐
fixed  (12 – 24 h), paraffin‐embedded  sections were used. Digoxigenin end‐labeled 
sense  (CCTG)8  and  antisense  (CAGG)8  probes  (synthesized  by  Sigma‐Genosys, 
Cambridge, UK) complementary to the DM2 mutation were allowed to hybridize to 
the  target overnight at 37°C. The next day,  the  slides were  rinsed with 1 x SSC at 
45°C, and endogenous peroxidase was quenched using H2O2 in methanol. The bound 
probe was  visualized  using  Zymed  Spot‐Light  CISH  Polymer  Detection  kit  (Zymed 
Laboratories, San Francisco, CA, USA), according to the manufacturer´s  instructions. 
The  slides  were  counterstained  with  Gill  II  hematoxylin  and  mounted  in 
HistoMountTM solution. For the paraffin‐embedded sections, a similar procedure was 
applied, with  two  additional  steps  in  the  beginning  of  the  procedure:  Spot‐Light 
enzyme  pretreatment was  used,  followed  by  heating  in HIER  pretreatment  buffer 
(both from Zymed).  
 
6.2.5. Fiber‐FISH (II) 
 
Peripheral blood  lymphocytes were used  to prepare extended DNA  fibers on glass 
microscope  slides. The  same digoxigenin‐labeled  sense and antisense probes were 
used  for  the  mutation  detection  as  in  2.4.  In  addition,  BAC  clone  RP11‐814L21 
(AC022944; BACPAC Resource Center) was nick  translation  labeled with biotin 16‐
dUTP (Roche Diagnostics GmbH), in order to detect the mutation flanking sequences. 
The  the  RP11‐probe  was  denatured  at  90°C  for  5  min,  after  which  the 
(CCTG)8/(CAGG)8  probes  were  added,  and  the  hybridization  mix  was  applied  on 
slides. The hybridization was allowed to take place for 48 h at 37°C. The biotinylated 
RP11‐probe was detected using TRITC‐conjugated avidin D followed by biotinylated 
goat anti‐avidin D and another layer of TRITC‐conjugated avidin (Vector Laboratories, 
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Burlingame,  CA,  USA),  in  order  to  increase  detection  sensitivity.  Mouse  anti‐
digoxigenin (Roche Diagnostics, Mannheim, Germany) was used to detect the bound 
(CCTG)8/CAGG)8 probes, followed by  immunofluorescent detection with anti‐mouse 
fluorescein. The slides were mounted  in mounting medium containing an anti‐fade 
agent. The mutation length was measured using the centromeric portion of the BAC 
814L21 for calibration, which is known to be approximately 155 kb in length. 
 
6.2.6. PCR‐based allele sizing (II) 
 
The DM2 mutation  locus was  amplified  by  polymerase  chain  reaction  (PCR)  using 
genomic DNA derived from blood leucocytes and primers CL3N58‐D F/R, which bind 
to  the  mutation  flanking  sequences  [158].  The  resulting  PRC‐products  were 
separated by one of the following methods. 1) 32P –dCTP labeled PCR‐products were 
separated by polyacrylamide gel electrophoresis (PAGE), and detected from the gel 
using autoradiography. 2) Fluorescently  (Cy‐)  labeled PCR‐products were separated 
by  electrophoresis  on  an  ALFexpress  Automated  DNA  Sequencer  (Amersham 
Pharmacia Biotech, Uppsala, Sweden), and the bands were analyzed using AlleleLinks 
1.0  software  (Amersham).  3)  Fluorescently  (FAM‐)  labeled  PCR‐products  were 
separated using capillary electrophoresis on an ABI 3100 Genetic Analyzer, and the 
results were analyzed using  the  instrument´s  software  (Applied Biosystems, Foster 
City, CA, USA).  
 
6.2.7. Repeat‐primed PCR (RP‐PCR) (II) 
 
A similar forward primer as in 2.6., but with an additional 5´ tail (5´‐GTTTCTT‐3´), was 
used  for  RP‐PCR,  together  with  a  reverse  primer  consisting  of  (CAGG)5  and  an 
universal  tail  sequence.  Genomic  DNA  was  used  for  amplification  of  the  DM2 
mutation  locus,  and  the  resulting  PCR  products  were  analyzed  using  capillary 
electrophoresis, ABI 3100 and Genotyper software (Applied Biosystems). 
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6.2.8. Field‐inversion gel electrophoresis (FIGE) (II) 
 
Field‐inversion gel electrophoresis  is a modified Southern blot analysis, particularly 
suitable for detecting long repeat tracts. Genomic DNA was digested with EcoRI, and 
the digested samples were separated  in agarose gels on the FIGE Mapper  (Bio‐Rad 
Laboratories,  Hercules,  CA,  USA).  The  samples  were  blotted  on  membranes  for 
detection with a 32P‐labeled probe recognizing the DM2 repeat expansion sequence, 
and the membranes were analyzed using autogradiography. 
 
6.2.9. Western blotting (III, IV) 
 
Frozen muscle biopsies were used for Western blotting (WB) sample preparation by 
mechanical  homogenization  in  20  –  40  fold  (mg/µl)  volume  of  sample  buffer 
containing  a  reducing  agent  (beta‐mercaptoethanol)  and  sodium dodecyl  sulphate 
(SDS) for polypeptide linearization, after which the samples were heated at 95°C for 
5 min. Alternatively,  to preserve and solubilize  the  fragile membrane proteins,  the 
muscle  biopsies  were  sonicated  4  x  5  sec  in  lysis  buffer  containing  a  protease 
inhibitors  mix  (Complete;  Sigma‐Aldrich,  Saint  Louis,  MO,  USA),  before  adding 
sample  buffer,  and  heating  at  35°C  for  15  min.  Usually  5  –  20  µl  of  samples, 
depending on the protein to be detected, were separated electrophoretically using 
SDS‐PAGE gels, and  transferred onto PVDF membranes  for detection. Primary and 
secondary  Ab  incubations  were  performed  for  1  –  2  h  at  RT,  and  enhanced 
chemiluminescence (ECL) was used for the detection of bands. The obtained bands 
were most often normalized to the Coomassie brilliant blue stained MyHC bands  in 
gels  after  blotting.  Alternatively,  ECL‐detected  beta‐actin  or  alpha‐tubulin  bands 
were sometimes used. 
 
6.2.10. Microarray expression profiling (III, IV) 
 
Frozen muscle  biopsies were  homogenized,  and  the  total  RNA was  extracted  and 
purified with  RNeasy  kit  (Qiagen, Valencia,  CA, USA). Using  the  RNA  as  template, 
cDNA  was  synthesized  using  the  Superscript  II  system  (GIBCO/BRL).  In  vitro 
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transcription  labeling  was  performed  with  biotinylated  UTP  and  CTP  (Enzo 
Diagnostics, Farmingdale, NY, USA), and the labeled, amplified cRNA was fragmented 
before  applying  on  the  whole  human  genome  expression  array  U133Plus  2.0 
GeneChip  (Affymetrix,  Santa  Clara,  CA,  USA).  After  hybridization,  the  chips  were 
scanned according to the manufacturer´s protocol, and data analysis was performed 
using the DChip software package (DNA‐Chip Analyzer). 
 
6.2.11. Splice variant analysis (III, IV) 
 
cDNA derived from muscle biopsies was also used for splice variant analysis (SVA). In 
order  to  estimate  the  proportions  of  different  splice  isoforms  in  each  sample, 
reverse transcriptase‐PCR (RT‐PCR) was performed with fluorescently (FAM‐) labeled 
universal  primer.  Specific  primers  for  the  exons  flanking  the  alternatively  spliced 
exon were used. The RT‐PCR products were separated and analyzed using capillary 
electrophoresis and ABI 3100 sequencer, and the resultant peak heights were added 
together  to obtain  the  total  signal. Student´s  t‐test was used  to  test  the  statistical 
significance of the results. 
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7. RESULTS AND DISCUSSION 
 
7.1. Histopathology and protein expression in DM2 (I, III, IV, U) 
 
Nine DM2 muscle biopsies originating from three European countries and obtained 
from three different muscles (VL, deltoid, biceps brachii) showed rather non‐specific 
myopathic  changes  when  stained  with  routine  histopathological  procedures  (HE, 
Gomori´s  trichrome  and NADH):  increased  fiber  size  variation,  including  scattered 
round or thin atrophic fibers, internal nuclei, and nuclear clump fibers (Table 6). The 
findings  were  consistent  with  previously  reported  findings  [243,  287].  However, 
nuclear clump fibers, with and without pyknotic nuclei, occurred in most biopsies in 
high numbers, also  in clinically asymptomatic muscles.  Infrequent  findings  included 
increased connective tissue and fat replacement, necrotic fibers, moth‐eaten fibers, 
rimmed  vacuoles  and  ragged  red  fibers. On  the  other  hand,  ring  fibers,  targetoid 
fibers, and sarcoplasmic masses, more common in DM1, were extremely rare. 
 
  When  the  enzyme  histochemical  ATPase method was  used  for  fiber 
type  differentiation,  the  previously  reported  fiber  type  1  predominance  [66] was 
observed  in  many  DM2  specimens,  particularly  in  VL  muscles.  However,  when 
immunohistochemistry was applied, using an antibody against the fast myosin heavy 
chain, numerous very atrophic fibers (diameter ≤ 6 µm) were revealed (Figure 11A). 
They were mostly scattered, without grouping, as in neurogenic atrophy. In contrast 
to the nuclear clump fibers, the smallest population simply showed sarcolemma and 
a  scarce  amount  of  sarcoplasm with  or without  nuclei.  ATPase  staining was  not 
sensitive enough to visualize the majority of these very small diameter fibers (Figure 
11C).  IHC using an Ab against type 1 (slow) fibers did neither recognize such highly 
atrophic fibers, nor the nuclear clumps, confirming them solely as fast type in DM2. 
Subsequently, we verified that these mini‐fibers  in DM2 represent the fast subtype 
2A (III) [233]. The presence of type 2B fibers (expressing MyHC‐IIx) in DM2 was also 
confirmed, as well as an  increased number of 2C hybrid fibers expressing both  fast 
(MyHC‐IIa) and slow  (MyHC‐I) myosin heavy chain  isoforms  [233]. Even though  the 
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presence of the very small fast fibers is a typical feature of DM2, it is not specific as 
they can also occur in congenital myopathies, although without nuclear clumps. Fast 
fiber  type  atrophy may  also  be  encountered  in  cortisone‐induced myopathy  and 
myasthenias. [71]. However, to our knowledge, selective atrophy of this degree in a 
subpopulation of type 2A fibers has not been reported  in any other muscle disease 
apart from DM2. Its relevance is further implicated by the fact that it provides a clear 
distinction to fiber atrophy in DM1. 
 
Table 6. Summary of muscle histopathology in DM1 and DM2. 
 DM1 DM2  
Fiber size variation +++ +++  
Internal nuclei +++ +++ More in type 1 fibers in DM1, more in type 2 fibers in DM2 
Type 1 fiber atrophya + to ++ -  
Type 2 fiber atrophya + ++(+)  
Type 2 fiber 
hypertrophy - +  
Nuclear clump fibers 
early - ++  
Nuclear clump fibers 
late + +++  
Very atrophic fibers 
(diameter ≤ 6 μm) 
(+) 
Type 1 and 2 
+++ 
Type 2 only 
In DM1 only at advanced 
stage 
Necrotic fibers + (+)  
Ring fibers ++(+) +  
Sarcoplasmic masses ++(+) (+)  
Targetoid fibers ++ (+)  
Moth-eaten fibers  (+)  
Swirled sarcomeres  (+)  
Small group atrophy + - At advanced stage only 
Fibrosis +++ ++ Late pathology only 
Fatty replacement +++ ++ Late pathology only 
Rimmed vacuoles (+) (+)  
Ragged-red fibers (+) (+)  
COX-negative fibers (+) (+)  
Finding present +++,  in >75% of biopsies; ++,  in 25‐50% of biopsies; +  in 10‐24 % of 
biopsies; (+) occasional finding, or restricted to few families; ‐ absent 
aas indicated by atrophy factor 
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Figure 11. Serial  sections of a VL muscle, DM2 patient, man, age 38.  (A, B) Brown 
immunolabeling  is  DAB;  blue  is  modified  hematoxylin  counterstain.  (A)  IHC  with 
MHCfast Ab reveals characteristic high number of very atrophic fibers (black arrows), 
which are exclusively of type 2, as MHCslow Ab, in (B), does not recognize them. (C) 
ATPase staining at pH 10,4, which stains  large  type 2  fibers  in dark brown,  fails  to 
detect  the small  fibers.  (D) ATPase at pH 4,3 stains  type 1  fibers dark brown. Note 
one  necrotic  fiber  (white  arrow), which  expresses  both  fast  and  slow myosins  as 
revealed by IHC. 
 
 
  In  order  to  analyze  the  distribution  of  fast  and  slow  fiber  types  in 
myotonic dystrophies, we performed morphometric analyses, on 9 DM2 and 8 DM1 
muscle  biopsies,  immunostained  for  fast  and  slow  myosin  isoforms.  The  “lesser 
diameter” of each fiber was measured [71]. The results of approximately 500 – 5000 
fibers  in each sample were normalized to the mean diameters of each muscle type 
analyzed  (60  µm  in  VL,  50  µm  in  deltoid  and  biceps  [228]).  The  results  were 
presented  in metahistograms, and atrophy and hypertrophy  factors  in each group 
were calculated [71]. The findings clearly indicated preferential fiber type 2 atrophy 
in all DM2 specimens,  in contrast to DM1, where marked fiber type 1 atrophy was 
encountered with minor  fiber  type 2 atrophy occurring at advanced  stages  (Figure 
12).  It  should be noted  that  a  subpopulation of  type 2  fibers was hypertrophic  in 
DM2  Biceps  brachii muscle.  In  addition,  atrophy  of  type  1  fibers  occurs  in  DM2, 
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however, to lesser extent: the percentage of atrophic type 1 fibers is lower than that 
of type 2 fibers (I). 
 
  Interestingly,  the  presence  of  the  very  atrophic  fibers  in  DM2  may 
explain the previously reported  fiber type 1 predominance, which according to our 
study  is not a true  finding. The normal  fiber type distribution  in each muscle  [122] 
was  restored when  the  very  small  fibers,  visualized  in  IHC  but missed  in  ATPase 
staining, were  included  in  the  count.  The  reason why  a  subpopulation of  type 2A 
fibers undergoes severe atrophy in DM2 has not been clarified. 
 
 
 
 
 
7.1.1. The atrophy of type II fibers in DM2 (I) 
 
It  was  only  after  we  used  the  immunohistochemical  method  for  fiber  type 
differentiation in the muscle sections, that the preferential fiber type 2 atrophy was 
fully recognized  in DM2 [307], even though the possibility of  it had been suggested 
previously [21]. Schoser et al. later confirmed the finding with a larger set of samples 
[268]. 
 
Figure 12. A representative 
metahistogram, showing 
marked type 2 fiber atrophy, 
and, on the other hand, slight 
type 2 fiber hypertrophy in 
DM2 patients. Note the 
bimodal fast fiber distribution. 
(710 fast and 635 slow fibers in 
Biceps were measured in three 
Italian DM2 patients. Figure 
kindly provided by Dr. 
Guillaume Bassez.) 
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In  this  thesis work,  the concept of very/highly atrophic  fibers  is used. 
They are characteristic for DM2 where they appear very early in the disease course, 
even  in  clinically unaffected muscles. Morphologically,  they  fall  into  at  least  three 
categories:  (1) nuclear clump  fibers,  (2) other extremely small  fibers  (≤ 6 µm) with 
very little cytoplasm and none to few nuclei (in the plane of sectioning), and (3) very 
thin, angulated  fibers. Most of these  fibers are round and scattered. They seem to 
represent a unique pool, because they form a distinct population apart from regular 
type 2A fibers (Figure 12). They may be encountered in DM1, but only in later stages 
of  pathology,  less  numerous  compared  to DM2,  and  in DM1  they most  often  co‐
express slow MyHC. 
 
It  is  not  clear  if  the  nuclear  clumps  and  other  very  atrophic  fibers 
represent  distinct  populations.  Examination  of  longitudinal  sections  suggests  that 
they  may  represent  a  single  population  of  fibers,  which  show  differential 
morphology depending on the number of nuclei trapped inside the slim fibers at the 
plane of sectioning (Figure 13). 
 
 
Figure  13.  DM2  muscle.  (A)  immunofluorescent  staining  (MyHC‐II)  showing  two 
highly atrophic fibers. One of them is devoid of nuclei (arrow 1), whereas the another 
(arrow 2) is filled with nuclei, shown as black here due to lack of nuclear counterstain. 
(B) DAB staining (MyHC‐II) of a highly atrophic type 2 fiber (arrows) filled with nuclei 
(blue). The twisty fibers appear fragmented in the 6 µm longitudinal sections. 
 
 
The nuclear clump fibers  in DM2 are morphologically  indistinguishable 
from  those  seen  in  neurogenic  atrophy,  where  they  form  as  an  end  product  of 
denervation  atrophy  in  the  absence  of  re‐innervation.  However,  in  neurogenic 
conditions the nuclei may be pyknotic whereas this feature may be absent in nuclear 
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clump fibers in DM2. However, no primary neurogenic involvement has been shown 
in myotonic dystrophies, which is supported by the lack of fiber type grouping. 
 
7.1.2. Protein expression in highly atrophic fibers (III, U) 
 
We carried out  further studies on protein expression  in DM2 and DM1 muscles  to 
identify  possible  differences  between  them,  which  could  lead  to  better 
understanding of  their differential muscle and  fiber  type  involvement.  In addition, 
due  to  the  presence  of  nuclear  clump  fibers  in myotonic  dystrophies,  similar  to 
neurogenic atrophy, we also  included a group of patients with various neurogenic 
disorders. The results of immunohistochemical analysis of the very atrophic fibers in 
DM2, DM1 and neurogenic atrophy are summarized in Table 7 and Figures 14‐16. 
 
Altogether, we characterized the expression of 24 proteins, which are 
involved  in muscle  contraction  and  Ca2+  handling,  regeneration,  denervation,  and 
apoptosis,  by  immunohistochemistry.  A  subset  of  the  proteins  show  preferential 
expression in type 2 fibers as described below. 
 
Myosin heavy chain  (MyHC)‐encoding genes  (MYH1,  ‐2,  ‐3,  ‐7 and  ‐8) 
are differentially regulated  in fast and slow fibers, and during muscle development. 
The  expression  of  MyHC‐IIa  isoforms  in  the  highly  atrophic  fibers  of  DM2  was 
confirmed  with  three  different  monoclonal  antibodies  raised  against  fast  type 
myosin heavy  chains  (Table 5), however, only  the  results obtained with MHCf are 
shown. As a new finding, we showed that the population of very small fibers in DM1 
co‐expressed  myosins  fast  IIa  and  beta/slow,  in  contrast  to  DM2,  where  they 
expressed  only  type  IIa.  In  neurogenic  atrophies,  virtually  all  small  atrophic  fibers 
expressed MyHC‐IIa,  showing moderate  to high  co‐expression of MyHC‐beta/slow. 
The MyHC‐pn  is widely  used  as  a marker  of  regeneration,  but  is  not  exclusive  to 
regenerating fibers [71]. There was high expression of the MyHC‐pn isoform in very 
atrophic fibers in all groups. Since the majority of very atrophic fibers in progressive 
neurogenic atrophy without any regeneration activity express MyHC‐pn, this may be 
turned on and expressed also by other mechanisms than regeneration. MyHC‐emb 
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positive  fibers  were  absent  in  most  biopsies,  showing  expression  in  a  few  DM 
biopsies only, with advanced muscle pathology. This observation  is congruent with 
its reported expression mostly in small basophilic regenerating fibers having survived 
severe injury, in muscular dystrophies and other necrotic myopathies [71]. A similar 
finding  was  observed  with  the  transcription  factor  myogenin  (MYOG),  and  the 
intermediate filament protein vimentin (VIM), which appear early during myogenesis 
and serve as regeneration markers in muscular dystrophies [71, 209]. 
 
Neural  cell  adhesion  molecule  (NCAM1)  has  distinct  roles  in 
myogenesis,  synaptogenesis,  and  synaptic  maintenance  [60].  It  is  transiently  re‐
expressed after denervation and during  re‐innervation, decreasing progressively as 
regeneration  proceeds  [324]. Hence,  it  has  been  a  candidate marker  for  recently 
occurred  denervation  atrophy  [71].  Interestingly, we  found  that  one  third  of  the 
atrophic fibers in DM2 abundantly expressed NCAM1, outnumbering the small fibers 
in  DM1,  and  even  more  intriguingly,  the  severely  atrophic  fibers  in  neurogenic 
atrophies. In fact, the pattern of NCAM1 expression was different in the latter group, 
showing positive signal more frequently in intermediate ‐ large fibers, which was not 
encountered  in  any  specimens  in  myotonic  dystrophies.  The  usage  of  NCAM1 
expression as a marker of neurogenic atrophies thus seems to be very limited. 
 
Because  we  were  preoccupied  with  the  question  of  why  the  highly 
atrophic type 2 fibers persist  in the DM2 muscle, we  investigated the expression of 
the  oncoprotein  BCL2  (BCL2)  in  the muscle  biopsies. Apoptosis  is  required  during 
normal  tissue  remodeling, development and  regeneration. BCL2  inhibits  cells  from 
entering apoptosis, but it also has a distinct effect on cell cycle [59]. There are rather 
controversial  reports  on  the  role  of  apoptosis  in  muscular  dystrophies  [285]; 
however, it seems not to be generally involved as a pathomechanism, at least not in 
myotonic  dystrophies  [186].  In  order  to  verify  this we  used  an  Ab  raised  against 
activated  Caspase‐3  (CASP3),  a  cysteine  protease  playing  a  key  role  in  executing 
apoptosis  in many cell types, and a commonly used marker  for apoptosis  [258]. To 
our surprise, the majority of the very atrophic fibers in DM2 expressed BCL2. 
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Table 7. Protein expression in highly atrophic fibers a by IHC. 
Protein Gene DM2 DM1 NA 
MyHC-IIa MYH2 +++ ++ ++ 
MyHC-beta MYH7 (+) ++ ++ 
MyHC-pn MYH8 +++ +++ ++ 
MyHC-emb MYH3 (+) (+) - 
SERCA1 ATP2A1 +++ +++ +++ 
fTnT TNNT3 +++ ++ +++ 
NCAM NCAM1 ++ + + 
nNOS NOS1 + n/a n/a 
BCL2 BCL2 +++ + ++ 
Caspase-3 CASP3 (+) n/a n/a 
Dystrophin DYS ++ n/a n/a 
Myogenin MYOG (+) (+) (+) 
Vimentin VIM (+) + (+) 
aThe population of very atrophic fibers (≤ 6 µm in diameter) and nuclear clump fibers, 
not expected to be functional. 
NA, neurogenic atrophy; n/a, not assessed. 
Protein expression: +++, in >75% of highly atrophic fibers; ++, in 30‐74%; +, in 1‐15%; 
(+), in <1%; ‐, absent. The results indicate the proportion of the highly atrophic fibers 
expressing the given antigen in DM2 (n = 20), DM1 (n = 5), and NA (n = 9). 
 
 
In contrast, in DM1 BCL2 immunoreactivity was present in only one biopsy, in which 
approximately 5% of the very small fibers were positive. In neurogenic atrophies, 
BCL2 positive fibers were moderately frequent, albeit with a lot of dispersion among 
the samples (range 1‐100% positive cells). Caspase‐3 was not detected in DM2 
biopsies, supporting the prevailing concept of apoptosis not playing a major role. 
However, the combined high BCL2 expression and absent Caspase‐3 could offer a 
partial explanation to the persistence of the very atrophic, non‐functional type 2A 
fibers in DM2: the anti‐apoptotic BCL2 might prevent the cells from entering 
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Figure 14. Immunohistochemical panel showing key findings in DM2. Upper panel (I): 
(A) H&E; (B) MyHC‐IIa/x; (C) MyHC‐beta/slow; (D) MHCd; (E) NCAM1; (F) SERCA1; (G) 
fTnT;  (H)  DYS;  (I)  nNOS.  Lower  panel  (II):  (A1,2) MyHC‐IIa/x;  (B1,2) MHCn;  (C1,2) 
BCL2, showing the mutually exclusive staining of MyHC‐pn and BCL2. (A‐G) and (A1‐
C2) DAB immunohistochemistry; (H, I) immunofluorescence with (H) Alexa 488 and (I) 
Alexa 564 labeled secondary antibodies. 
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Figure  15.  Panel  showing  key  immunohistochemical  findings  in  DM1  (DAB).  (A) 
MyHC‐IIa/x; (B) MyHC‐beta/slow; (C) MHCpn; (D) MHCd; (E) NCAM1; (F) BCL2. 
 
 
 
 
  
Figure 16. Panel  showing key  immunohistochemical  findings  in neurogenic atrophy 
(DAB).  (A) MyHC‐IIa/x;  (B) MyHC‐beta/slow;  (C) MHCpn;  (D) MHCd;  (E) NCAM1;  (F) 
BCL2.  
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apoptosis.  Another  interesting  finding  in DM2 was  revealed when  serial  sections, 
stained  for MHC‐pn  and  BCL2,  were  examined. Mutually  exclusive  expression  of 
these markers was often observed  (Figure 14, panel  II). We do not have a  specific 
explanation to this finding at the moment. 
 
We  also  observed  reduced  sarcolemmal  labeling  of  dystrophin  and 
neuronal nitric oxide synthase (nNOS) in the very atrophic fibers in DM2 (Figures 14H 
and  14I).  Reduction  of  nNOS  was  prominent,  and  present  also  in  a  subset  of 
large/regular fibers. These findings, although not reported with DM2 before, may be 
non‐specific  given  that  several  sarcolemmal  proteins  are  reported  to  show  low 
immunoreactivity  in MyHC‐pn  positive,  small  atrophic  fibers  [71]. However,  nNOS 
has been suggested to affect excitation‐contraction coupling, its activity is regulated 
by  Ca2+/calmodulin,  and  its  dysregulation  has  been  implicated  in  some muscular 
dystrophies, which makes it an interesting targer for further investigation in DMs. 
 
We  also  studied  two  proteins  preferentially  expressed  in,  but  not 
restricted to  fast type 2  fibers: the  fast skeletal muscle troponin T  (fTnT/TNNT3), a 
sarcomeric thin filament component, and the Ca2+ ATPase SERCA1 (ATP2A1), both of 
which  are  involved  in  regulation  of  muscle  contraction  [40,  328].  SERCA1  was 
expressed  in  a majority of  the  atrophic  fibers  in  all  groups, whereas  fTnT  showed 
moderate to high expression in atrophic fibers in DM2 and DM1, and high expression 
in neurogenic atrophies. Unfortunately, even though not strictly  following the  fast‐
slow fiber distribution, neither of these proteins were differentially expressed in very 
atophic and regular type 2 fibers, thus giving no further  insight  into the question of 
why a subpopulation of type 2A fibers are subject to severe atrophy in DM2. 
 
It  should  be  noted  that  the  neurogenic  atrophies  was  the  most 
heterogeneous group, relative to MyHC‐pn, NCAM‐1 and BCL2 expression in the very 
small,  atrophic  fibers,  showing  more  dispersion  in  results  and  greater  standard 
deviation values. This is understandable because of their divergent etiologies. 
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7.1.3. Using fiber type II atrophy as a predictive factor for DM2 diagnosis 
 
The  highly  atrophic  type  2  fibers  appear  very  early  in  DM2  muscle  pathology, 
whereas  in DM1,  they  occur  only  later with  severe  general muscle  pathology.  In 
addition, as an important distinctive feature, the very atrophic fibers in DM1 express 
both slow and  fast MyHC  isoforms. Hence,  the early appearance of highly atrophic 
type 2 fibers, with or without nuclear clumps, can very well be used as a diagnostic 
tool, for screening of patients for molecular diagnostic testing. This finding has been 
successfully used for this purpose in Finland for almost a decade, resulting in several 
DM2 diagnoses  in patients, who otherwise  lacked key features of the disease, such 
as myotonia  (Udd, personal  communication).  The number of  internalized nuclei  is 
greater  in type 2 fibers  in DM2, and  in type 1 fibers  in DM1, further reinforcing the 
observation that the distinct fiber populations are differentially affected in DM1 and 
DM2  [20, 227].  In France,  the combination of atrophy and central nuclei  in  type 2 
fibers was found to predict DM2 even more efficiently [20]. 
 
7.1.4. Satellite cells (U) 
 
Defective  differentiation  in  primary myoblast  cultures  derived  from  satellite  cells 
have been reported with DM1 [88]. Similar findings have not been observed in DM2 
[219]. However, repeatedly in our DM2 cell cultures, myoblast proliferation after 4‐5 
passages has been limited even if differentiation seemed to be normal (Vihola et al. 
unpublished results). 
 
Pax7  is  considered  an  appropriate  protein marker  and  expressed  in 
quiescent  skeletal  muscle  satellite  cells  [241],  the  number  of  which  has  been 
reported  to  decline with  age  [252].  Consequently,  as  a  separate  experiment,  the 
number of  skeletal muscle  satellite  cells  in DM2  (n = 4), DM1  (n = 5), neurogenic 
atrophy (n = 4), and healthy control (n = 1) biopsies was assessed. Approximately 200 
fibers were  included per biopsy, counting all fibers  in randomly selected fields. The 
number of Pax7 positive cells  in satellite cell position was proportioned to the total 
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number of fibers; the results are indicated as the number of Pax7+ cells (in satellite 
cell position) per 100 muscle fibers counted (Table 8 and Figure 17). 
 
 
Table 8. Relative abundance 
of Pax7+ cells. 
C  7 
DM1  20 
DM2  25 
NA  20 
NA, neurogenic atrophy; 
C, healthy control 
 
 
 
Figure 17. Pax7 staining (DAB IHC) in 
DM2 muscle showing several satellite 
cells (black arrows) and nuclear clumps 
(N, white arrows). 
 
 
Other  Pax7+  cells  were  present  within  the  interstitial  space  of  the 
biopsies examined, which are  likely to represent a distinct pool of progenitor cells. 
These were not included in the number of satellite cells. The results indicate that the 
number of spindle‐shaped, Pax7+ cells  in satellite cell positions was  increased  in all 
disease  groups,  compared  to  control  biopsy. We  observed  the  highest  number of 
Pax7+  cells  in  DM2.  The  reported  proportion  of  satellite  cells  in  human muscle 
normally varies between 3‐6% of all muscle fiber nuclei [252], which is in accordance 
with our control muscle. The number of satellite cells is affected by age and muscle 
type  [31].  The  increase  of  satellite  cells  in DM2, DM1  and  neurogenic  atrophy  is 
probably caused by basic attempts to regenerate in response to muscle injury. These 
results  agree  with  previous  reports  of  DM2  and  DM1  that  indicated  unaffected 
satellite cell proliferation [88, 219]. 
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7.1.5. Expression of Ca2+ handling proteins in DM (IV) 
 
Because  several  genes  encoding  proteins  involved  in  Ca2+  handling  showed 
dysregulation  at  the mRNA  expression  level  for  both DM1  and DM2  (see  chapter 
7.2.5.2.),  we  analyzed  a  subset  of  them  for  protein  expression,  using 
immunohistochemistry and Western blotting. The analyzed proteins were  selected 
due  to  their central  roles  in Ca2+  release  (RYR1, DHPR, TRDN,  JPH1) and  re‐uptake 
(SERCA1,  SERCA2);  Ca2+  storage  (CASQ1,  CASQ2);  and  Ca2+‐dependent  signaling 
(PPP3CA, NFATC3). The results are summarized in Table 9. 
 
RYR1 and CASQ2 were clearly reduced by IHC for DM2, but WB failed to 
reproduce  the  finding,  showing  no  statistically  significant  difference  between  the 
groups  (Normal, DM1 and DM2). However, CASQ2 did show a trend towards being 
decreased in DM1 and DM2, but high variability between samples in all groups gave 
p‐values < 0.05. DM1  samples  showed a  similar  finding  for RYR1 and CASQ2, with 
additional  reduction  in DHPR  and  JPH1  staining. DHPR  showed  no  change  in WB, 
whereas  JPH1 was  significantly  reduced  in DMs  as  a  group. Notably,  total protein 
levels of RYR1 and SERCA1, both of which show aberrant splicing in DM, showed no 
dysregulation  in WB. We do not have a definitive explanation  for  the discrepancy 
between  IHC and WB  for RYR1 and CASQ2. However, both show  fiber‐type specific 
expression  (RYR1 shows higher expression  in  fast  fibers and CASQ2  in slow  fibers), 
which makes quantitative WB difficult to  interpret.  In addition, both accumulate  in 
the non‐functional highly atrophic fibers in DMs, which may contribute to the result. 
 
Seven  of  the  ten  proteins  analyzed  showed  up‐regulation  of  total 
mRNA level (Table 9). However, only four of them were dysregulated at total protein 
level,  including  SERCA2,  TRDN,  JPH1  and  calcineurin.  Furthermore,  none  of  the 
protein expression profiles were  completely  in accordance with mRNA expression, 
with  ATP2A2  and  JPH1  showing  reduced  total  protein  amounts  in  DM,  whereas 
TRDN  and  calcineurin  were  comparatively  increased  in  DM2  versus  DM1.  The 
observed contradiction between mRNA and protein expression is probably caused by 
translational block or dysregulation of mRNA processing  in DMs [114, 254, 256], or 
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other, yet unidentified regulatory events.  It  is worth noting that mRNA  levels alone 
are often not sufficient to predict the steady‐state protein levels, and therefore the 
changes  in mRNA  expression  should  be  validated  at  protein  level  to  be  able  to 
evaluate the true physiological relevance of the findings. 
 
The reduced expression of the Ca2+ release complex constituents, RYR1 
and  CASQ2  in  both DMs,  and  also  JPH1  in DM1  by  IHC may  constitute  the most 
relevant findings in this part of the investigation, as it may affect muscle contraction. 
This finding also emphasizes the need for using several methods in parallel, in order 
to obtain  information of expression at multiple  levels,  including mRNA and protein 
expression, and the subcellular localization of proteins. 
 
 
Table 9. Expression of Ca2+ handling proteins in DM1 and DM2. 
Protein  IHC  WB  EP 
  DM1  DM2     
RYR1  ↓  ↓  ‐  ‐ 
DHPR  ↓  ‐  ‐  ‐ 
SERCA1  ‐  ‐  ‐  ↑ 
SERCA2  na  ‐  N > DM2  ↑ 
CASQ1  na  ‐  ‐  ↑ 
CASQ2  ↓  ↓  ‐  ↑ 
TRDN  na  ‐  DM2 > DM1  ↑ 
JPH1  ↓  ‐  N > DM  ↑ 
Calcineurin  na  ‐  DM2 > DM1  ↑ 
NFATC3  na  na  DM2 > DM1  ‐ 
IHC, immunohistochemistry; WB, western blotting; EP, mRNA in expression 
profiling; ‐, no change; ↑, increased; ↓, decreased; na, not assessed 
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7.2.  Molecular  genetic  tools  for  DM2  mutation  identification  and  size 
determination (II) 
 
7.2.1. PCR‐based allele‐sizing (II) 
 
All  the PCR‐based  allele‐sizing methods, using primers  in mutation‐flanking exons, 
were consistent in showing only a single allele in all DM2 patients at the ZNF9 locus. 
However, the PCR methods using fluorescent detection, automated laser fluorescent 
(ALF) DNA analysis (Cy5‐label) and capillary electrophoresis (FAM‐label), were able to 
detect  alleles  differing  by  only  2  bp, which were  usually missed  by  conventional 
PAGE using 32P‐dCTP‐labeling. 
 
7.2.2. RP‐PCR and FIGE (II) 
 
RP‐PCR and FIGE methods both identified all 12 known DM2 patients in group 1, and 
14 new DM2 mutations in cohort 2 with previously undefined muscular disorders (II). 
 
7.2.3. In situ –hybridization (II) 
 
Due  to  the huge  size,  repeat nature, and  somatic  instability of  the DM2 mutation, 
conventional molecular  genetic methods  are  insufficient  for  its  identification  [18, 
66]. When the DM2 mutation was  identified  in 2001, and for some years following, 
there  was  no  reliable  genetic  testing  widely  available.  The  development  of  an 
accurate genetic test for DM2 mutation verification based on muscle biopsy material 
was thus pursued here; bearing in mind that conventional methodology and imaging, 
available  in  any medical  laboratory  or  pathology  department  could  be  employed. 
Furthermore,  it was considered that this approach should be able to determine the 
DM2 mutation expansion size, which had continued  to prove extremely difficult  to 
assess. 
 
To  meet  these  requirements,  two  novel  in  situ‐hybridization  (ISH) 
methods  were  developed  for  the  direct  visualization  of  the  DM2  mutation  in 
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genomic  DNA:  chromogenic  ISH  (CISH)  on  muscle  biopsies,  and  fiber‐FISH  on 
extended DNA  fibers derived  from peripheral blood  lymphocytes. The  former was 
found  suitable  for  routine  molecular  diagnostics,  and  the  latter  was  especially 
efficient for estimating the mutation size. 
 
The  DM2  mutation  detection  in  the  two  methods  was  based  on 
digoxigenin  end‐labeled  oligonucleotide  sense probes  [(CCTG)8]. Antisense  (CAG)10 
probes had previously been used for showing the accumulated mutant mRNA in the 
ribonuclear inclusions in DM1 [283] and (CAGG)8 in DM2 [158]; however, using signal 
amplification methods, polymer amplification  technique  in CISH, and  two  layers of 
fluorescent labels in fiber‐FISH, we were able to increase the sensitivity and directly 
visualize the mutation. 
 
In  order  to  validate  the  new  ISH  methods;  to  investigate  the 
concordance  between  the  high‐accuracy methods  RP‐PCR  and  FIGE;  and  between 
three  different  PCR‐based  allele  sizing methods  for  primary  screening,  a  blinded 
study  involving  four  laboratories was performed.  Two  sets of  samples were used: 
previously confirmed DM2‐patients (n = 12), and a cohort of patients with undefined 
neuromuscular disorder, with biased selection towards myotonia symptoms (n = 31). 
 
7.2.3.1. CISH (II) 
 
When the sense (CCTG)8 probe was used for hybridization, the chromogenic in situ‐
hybridization method successfully identified the DM2 mutations directly as a single‐
spot  signal per nucleus  in all  known DM2 patients´  frozen muscle biopsies  (Figure 
18D). Similarly,  the  same 14 novel DM2 mutations  in group 2, as determined with 
RP‐PCR and FIGE, were readily  identified by CISH.  In contrast, CISH  failed to detect 
the genomic mutation directly  in paraffin‐embedded specimens  (n = 9), most  likely 
due  to  loss  of  sensitivity  during  the  long  fixation  and  embedding  procedure. 
However, the ribonuclear  inclusions were  identified with the antisense probe  in all 
DM2 specimens, including the paraffin sections. Frozen muscle samples from healthy 
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individuals  and  DM1  patients  remained  negative  with  both  sense  and  antisense 
probes, confirming the specificity of the protocol.  
 
  This method  provides  an  improvement  in  specificity  compared  to  a 
previously  described  FISH‐method,  where  the  (CAG)10  antisense  probe,  directed 
against the DM1 mutant transcript, detected the ribonuclear  foci  in both DM1 and 
DM2  [174].  In  theory,  by  lowering  the  stringency  conditions  in  the  hybridization, 
similar  (CCTG/CTG)n or  related expansions could be screened. However, such  trials 
have been unsuccessful so far. 
 
Molecular  genetic  testing,  based  on  genomic  DNA  derived  from 
peripheral blood,  is  currently  the  standard diagnostic method. However,  the CISH 
method we developed here was used in Finland as a primary diagnostic method for 5 
years  (2003  –  2007),  during which  time  105  patients were  confirmed  with  DM2 
mutation. At the same time, an RP‐PCR test was being optimized, and used side by 
side  with  CISH.  As  quality  control  of  DM2  mutation  verification,  all  single‐allele 
samples  determined  to  be  negative with  RP‐PCR/CISH were  sent  to  Prof.  Krahe´s 
laboratory in Houston, Texas for FIGE analysis. In 8 years, only 1 false negative result 
was obtained with CISH, in a patient carrying a very short expansion of (CCTG)55 (Udd 
et al. unpublished results). Also RP‐PCR has produced 1 false negative result among 
180 DM2 patients in 8 years, signifying 99 % sensitivity for both methods. The exact 
limit  for CISH sensitivity  is not known. The very short expansions,  like  (CCTG)55, do 
not necessarily  form ribonuclear  foci, resulting  in negative outcome with antisense 
probe as well.  It has been reported with DM1 that ≤ 100 CTG repeats do not  form 
detectebale foci with FISH [35]. 
 
CISH method is still valid as a research and diagnostic tool. For patients 
with  inconclusive first results with RP‐PCR and clinical features of DM2, CISH  is still 
applied  as  part  of  the  diagnostic  setting.  In  addition,  since  CISH  is  capable  of 
detecting accumulated mutant RNA  in paraffin‐embedded  tissues,  this method can 
and has been used for retrospective studies on several kinds of tissue, as old as 17 
years  [19].  CISH  has  certain  advantages  over  FISH  in  some  situations.  Performing 
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FISH on paraffin‐embedded specimens  is challenging because of strong background 
fluorescence due to the procedure. Old surgical specimens taken  for other reasons 
are usually formaldehyde‐fixed, paraffin‐embedded and stored at room temperature 
for decades. Even  in such specimens, the RNA  in ribonuclear  inclusions has proven 
robust. 
 
 
 
 
Figure 18. showing the in situ ‐hybridization findings in DM2. (A) Fiber‐FISH: the DM2 
expansion mutation  is  revealed by binding of  the  sense  (CCTG)8 probe  (fluorescein, 
green), while the flanking sequences are visualized by 814L21 (TRITC, red). (B) Muscle 
biopsy with macrophage  invasion  in a necrotic  fiber. Accumulated RNA  is visualized 
(dark  brown)  using  antisense  (CAGG)8  probe.  (C)  Fibroblast  nuclei  showing 
ribonuclear foci with (CAGG)8 probe. (D) Myonuclei in section detected with the sense 
probe,  revealing one  spot per nucleus,  corresponding  to  the mutation.  (E) Nuclear 
clump fiber detected with antisense probe, showing accumulated mutant RNA. 
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7.2.3.2. Fiber‐FISH (II) 
 
In  fiber‐FISH,  co‐hybridization  of  the  oligonucteotide  probe  (CCTG)8/(CAGG)8,  and 
the BAC‐clone 814L21 covering the DM2  locus, hence flanking the repeat mutation, 
resulted  in  visualization of  the mutation directly  in  its  locus  in  all 5 DM2 patients 
analyzed from groups 1 and 2 (Figure 18A). The hybridization signals for both sense 
and antisense oligonucleotide probes were always localized to a gap at the telomeric 
end of the BAC814L21 signal. The mutation size measurements were performed by 
using  the centromeric 115 kb portion of  the 814L21  for calibration. The estimated 
mutation lengths in the Finnish patients, obtained with this method varied between 
2.4  kb  and  23.6  kb within  the whole  group, while  the mean  size of  all mutations 
measured  was  approximately  10  kb,  which  was  slightly  smaller  compared  to 
estimations done with FIGE. The extreme variation observed between the individual 
DNA‐molecules measured may  be  largely  explained  by  an  intrinsic  feature  of  the 
DM2 mutation: the profound somatic instability and mosaicism. 
 
The Finnish patients all had an expansion mutation approximately 17‐
19  kb  in  size,  as  estimated  by  FIGE  that  apparently was more  sensitive  for  larger 
expansions.  In  addition,  an  Italian  DM2  patient with  a  relatively  short  expansion 
mutation (approximately 4 kb) was used to test the sensitivity of the method, with a 
positive result, hence establishing the sensitivity boundary to (CCTG)1000 so far. 
 
Fluorescent  in situ hybridization (FISH) offers an alternative means for 
the  repeat  length  measurement,  when  performed  on  single  extended  DNA 
molecules  (fiber‐FISH).  However,  it  requires  highly  specialized  methodology  and 
equipment  for  analysis,  thus  PCR‐based  Southern modifications  such  as  FIGE  and 
others have remained the major methods applied for size estimation [18, 34, 51, 66, 
119, 199]. 
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7.3. Splice variant analysis (III, IV) 
 
Splice variant analysis (SVA) for detecting aberrant splicing events of TNNT3 (fTnT), 
LDB3  (ZASP), RYR1  (RYR1) and ATP2A1  (SERCA1) was performed using RT‐PCR and 
cDNA prepared from total muscle RNA. The primers were designed to have binding 
sites either  in exons  flanking  the differentially  spliced exon, or  in  the differentially 
spliced exon itself.  
 
  TNNT3  encodes  the  sarcomeric  thin  filament‐associated  troponin 
complex  subunit  T,  involved  in  the  execution  of muscle  contraction.  The  TNNT3 
gene,  expressed  predominantly  in  fast  type  2  fibers,  shows  extensive 
developmentally  regulated  differential  splicing  [328].  The  fetal  (F)  exon,  located 
between exons 8a and 9a, is included in the two fetal mRNA isoforms (A, 225 bp and 
D,  188  bp).  Three  adult  isoforms  are  expressed  in  skeletal  muscle  [328].  In 
agreement  with  this,  we  detected  3  isoforms  both  at  mRNA  and  protein 
(approximately 30 kD) levels, expressed in relatively equal amounts in all samples. In 
DM1 and DM2  samples,  two additional  isoforms,  corresponding  to A and D, were 
identified at  the mRNA  level,  the  isoform A being dominant  (Figure 19). When  the 
proteins were  analyzed using WB  the presence of  a  fourth,  slightly  larger  isoform 
corresponding  to  the  fetal  isoform A, was  recognized  in 60% of  the DM2  samples. 
This  fetal  isoform was not present  at  the protein  level  in healthy  control or DM1 
samples, suggesting that it may have a greater role in DM2 pathogenesis compared 
to DM1. 
 
  The  roles  of  the  Z‐disc  alternatively  spliced  PDZ‐domain  containing 
protein (ZASP) are not fully elucidated. It interacts with α‐actinin, and is localized to 
the sarcomeric Z‐disc of both skeletal and cardiac muscles  [14]. Mutations  in LDB3 
cause  diverse  muscular  disorders,  including  dilated  cardiomyopathy  [304]  and 
myofibrillar myopathy [99, 270]. Two LDB3 exons (4a and 7) show tissue‐dependent 
expression patterns with predominant expression in the heart muscle [113], and the 
mutations causing skeletal myopathies are found in exon 6. 
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  When  analyzing  ZASP  expression  by WB, we  observed  two  bands  of 
MWs  approximately 32  and 78  kD  in healthy  controls,  corresponding  to  the  short 
and long skeletal muscle isoforms previously reported [113]. In all DM2 patients and 
most  DM1  patients  analyzed,  an  additional  band  of  approximately  95  kD  was 
detected, which was more pronounced in DM2 patient samples. Altogether four RP‐
PCR assays were designed to identify the larger ZASP isoform at the mRNA level. The 
results revealed the presence of a long cardiac isoform, including both exons 4a and 
7,  in DM1 and DM2 skeletal muscle biopsies. Quantitative analysis showed that the 
relative proportion of both cardiac exons was greater in DM2 compared to DM1. The 
retention  of  exon  7  has  previously  been  reported  for  both DM1  and DM2  at  the 
mRNA  level [156, 165]. A novel DM specific  isoform encompassing both exon 7 and 
4a was demonstrated. Furthermore, the presence of DM specific abnormal protein 
products appeared to be greater in DM2, although also evident for DM1 samples. 
 
The Ca2+  release  channel RYR1  is also expressed preferentially  in  fast 
muscle  fibers,  and  alternative  splicing  of  its  two  exons,  70  and  83,  is  under 
developmental regulation [91, 225]. SVA showed the exclusion of the RYR1 exon 70 
in DM2 samples, giving rise to the ASI(‐) isoform, lacking part the inhibitory domain, 
as previously reported only for DM1 [133, 134]. In this study, the difference between 
Figure 19. Distribution of TNNT3 
isoforms.  Proportions of the 
different TNNT3 mRNA isoforms 
detected in DM1, DM2 and 
controls. The fetal isoform A (225 
bp; green) is increased in DM1, 
and even more pronounced in 
DM2. (DMx, non‐DM1/DM2 
muscular dystrophy; N, 
normal/healthy control) 
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DM1  and  healthy  controls  was  not  statistically  significant,  probably  due  to  high 
variability  among  samples,  and  small  number  of  DM1  samples  (n  =  3)  analyzed. 
Unfortunately,  the  RYR1  protein  was  too  large  (565  kD)  for  distinguishing  the 
isoforms by WB. Therefore, we  failed  to  show  the presence of  the aberrant RYR1 
isoform at protein level. 
 
  SERCA1  ATPase  Ca2+  reuptake  pump  shows,  similarly  to  RYR1, 
preferential  expression  in  fast  muscle  fibers.  ATP2A1  contains  an  alternatively 
spliced exon 22, which  is present  in the adult  isoform, but excluded  from the  fetal 
isoform  [39].  With  RP‐PCR,  we  confirmed  the  presence  of  the  fetal  isoform 
(ATP2A1B) in skeletal muscle of DM1 patients [134], and, as a novel finding, in DM2 
patients  as  well.  ATP2A1  also  showed  a  greater  relative  proportion  of  the  fetal 
isoform  in DM2 patients  compared  to DM1. As SERCA1  is also  large  (110 kD),  the 
exclusion  of  a  single  exon  could  not  be  demonstrated  by WB,  due  to  the  limited 
resolution of the method. 
 
In summary, SVA showed that the expression of fetal  isoforms of four 
genes (TNNT3, LDB3, RYR1 and ATP2A1) were increased in both DM1 and DM2, and 
that  the  relative  proportions  of  the  immature  forms  were  even  higher  in  DM2 
patient  muscle  (even  though  a  statistically  significant  difference  could  not  be 
confirmed for RYR1, possibly due to small samples number). The splicing of all these 
four  genes  is  regulated  by  MBNL1,  and  given  that  MBNL1  has  been  shown  to 
accumulate more  heavily  in  the  ribonuclear  inclusions  of DM2  compared  to DM1 
[156], we suggest that MBNL1  loss‐of‐function may play a greater role  in DM2 than 
in  DM1.  In  case  of  the  sarcomeric  proteins  fTnT  (TNNT3)  and  ZASP  (LDB3),  the 
corresponding  fetal protein  levels were also  increased, showing prominent steady‐
state protein  levels  in muscle. This  strengthens our hypothesis  that  these  changes 
may  have  biological  and  pathological  relevance. Because of  (dys)regulation  at  the 
level of translation and protein degradation, the mRNA expression of a given gene or 
isoform  alone  does  not  necessarily  indicate  the  presence  of  the  corresponding 
protein product. The developmental protein isoforms of RYR1 and SERCA1 could be 
indicated, for example, by raising isoform‐specific antibodies. 
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The  findings  concerning  fTNT,  RYR1  and  SERCA1  were  particularly 
interesting, as  their expression  is concentrated  in  the  fast  fibers.  In addition, all of 
them  show  relatively  high  expression  in  the  population  of  very  atrophic  fibers  in 
DM2  and DM1. However,  the  impact  of  the  highly  atrophic  fibers  on mRNA  and 
protein expression results obtained with expression profiling, splice variant analysis, 
and Western blotting is not known. The methods used in this study were not able to 
show whether the very atrophic fibers expressed relatively different proportions of 
the  fetal  isoforms compared to the regular,  functional  fibers. Thus, the question of 
why  a  particular  subpopulation  of  type  2  fibers  is  susceptible  to  atrophy  remains 
unsolved.  A  method  capable  of  analyzing  mRNA  and  protein  expression  in  the 
atrophic fibers separately would be warranted, such as laser micro‐dissection. 
 
Reports  on  aberrant  splicing  in DM1  and DM2  patients  demonstrate 
extreme  variation between  samples.  In mouse models  such  variation  is often  less 
prominent, due to more homogenous genetic background [134]. In a conclusion, the 
significance of aberrant splicing is expected to be highly variable between individual 
patients. 
 
Although extensive aberrant splicing has been identified in DM, recent 
research  indicated  that  it  is  not  a  completely  DM‐specific  pathomechanism.  In  a 
study  of  Mbnl1‐deficient  and  CUGBP1‐overexpressing  mouse  models,  up  to 
approximately 50% of aberrant splicing events were found to be caused by neither 
Mbln1 nor CUGBP1 [124]. Similarly, Bachinski et al. (2010) showed that the abnormal 
splicing of MEF2A and MEF2C was not  restricted  to DM, but was also observed  in 
other muscular dystrophies [16]. 
 
7.4. Expression profiling (III, IV) 
 
In  order  to  investigate  mRNA  expression  in  myotonic  dystrophies,  a  global 
expression profliling was performed using Affymetrix U133 Plus2.0 chips and muscle 
biopsies  from  healthy  control  individuals  and  DM1  and  DM2  patients.  Instead  of 
profiling the entire set of genes on the array, a  list of 327 probe sets comprising a 
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muscle‐specific  gene  array  was  generated.  Subsequently,  a  second  list  of  2,490 
probe  sets was  created,  consisting  of  genes  involved  in Ca2+  regulation,  and  their 
expression was  analyzed  in DM. The entire  gene expression data  can be  found  at 
www.ncbi.nlm.nih.gov/geo/ (GEO series numbers GSE7014). 
 
7.4.1. Muscle‐specific gene array (III) 
 
Comparing DM1 and DM2 patients  to controls, 11% of  the probe  sets covering 28 
unique genes showed differential regulation. In the supervised two‐way hierarchical 
cluster analysis, where DM1 and DM1 patients  clustered  together,  the majority of 
the dysregulated genes (86%) showed increased mRNA expression in DMs compared 
to  controls.  Three  genes  showed  differential  regulation  between  DM1  and  DM2: 
CAMKK2 (downregulated in DM2), CALML6 and MEF2C (both upregulated in DM2). 
 
Cluster  analysis  revealed  four  major  gene  groups:  one  group  with 
down‐regulated genes, and  three groups with up‐regulation. Group 1  consisted of 
four  down‐regulated  genes.  In  groups  2  and  3,  the MYH  genes  (ten  altogether) 
showed  over‐expression  at  the  mRNA  level.  The  group  4  included  several 
transcription factor encoding genes, as well as genes encoding for proteins involved 
in Ca2+ handling. 
 
Interestingly,  the MEF2  family  of  transcriptional  effectors  of  diverse 
Ca2+  signaling pathways  [179]  showed major dysregulation. One  isoform of MEF2B 
was down‐regulated, whereas MEF2A and MEF2C, as well as  the homebox protein 
SIX1 were up‐regulated in both DM1 and DM2. A few differences were seen between 
DM1 and DM2, including higher up‐regulation of NFATC4 and one MEF2C isoform in 
DM2. NFATC4  has  been  shown  to  drive MyHC‐2B  expression  (the  rat  homolog  of 
human MYH4) [47]. SIX 1 is implicated in establishing and maintaining the fast fiber 
phenotype [98], similarly to MEF2A [2, 3]. MEF2C, on the other hand, plays an 
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Figure 20. LDB3 exon‐specific microarray. The heatmap shows  inclusion of the  fetal 
exons 4a (red arrow on left) and 7 (red arrow on right) in DM1 and DM2 (4a also in 
non‐DM disease controls, DMx), but not  in healthy controls (Normal). (Figure kindly 
provided from Prof. Ralf Krahe, Dr. Linda L. Bachinski and Dr. Keith Baggerly, all from 
the University of Texas M.D. Anderson Cancer Center, TX, USA.) 
 
 
 
important  role  in  adult muscle,  as  it  drives  the  transcription  of  several  structural 
genes,  including  those  encoding  sarcomeric  proteins  [229].  As  a  conclusion,  the 
extensive  dysregulation  of  the  myogenic  transcription  factors  may  be  of  major 
importance in DM pathology, as they regulate several downstream effector genes. 
 
LDB3  was  not  among  the  genes  showing  dysregulation  at  the  total 
mRNA level in the first analyzed set of sarcomeric and other muscle‐specific protein 
encoding genes. However,  in a separate expression profiling experiment, the exon‐
specific expression  array,  a novel  aberrant  splice event was  identified  for  LDB3  in 
DMs,  the  inclusion  of  fetal  exon  4a  (Figure  20).  This  aberrant  splice  variant was 
further validated using SVA and WB (Results 7.3.). 
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7.4.2. Ca2+ gene array (IV) 
 
Several genes encoding Ca2+ handling proteins were among the dysregulated genes 
in  the  first EP analysis of muscle‐specific genes. When  Ingenuity Pathway Analysis 
was performed on all genes showing dysregulation in the the entire EP data set, Ca2+ 
signaling was identified as the single most significant canonical pathway (Sirito et al., 
unpublished  results).  To  investigate  the  expression  of  these  genes  in  DMs,  we 
generated a  second  list of 2,490 probe  sets  (1,039 unique genes)  involved  in Ca2+ 
metabolism.  Of  them,  200  (8%)  probe  sets were  dysregulated  in  DM1  and  DM2 
compared to controls. Of the dysregulated probe sets 82% showed increased mRNA 
expression in DMs. When the 200 dysregulated probe sets were compared between 
DM1  and DM2, 21 of  them,  representing 16 unique  genes,  showed differences  in 
mRNA expression. 
 
The  expression of  a  subset of  the dysregulated  genes playing pivotal 
roles in muscle Ca2+ metabolism was studied at the protein level (Table 9). Many of 
the genes  involved  in  regulating  the Ca2+  release  from SR showed up‐regulation  in 
both DMs,  including TRDN  (triadin), ASPH  (junctin),  JPH1  (junctophilin), CASQ1 and 
CASQ2 (Table 9). The Ca2+ re‐uptake channel encoding genes ATP2A1 (SERCA1) and 
ATP2A2  (SERCA2) showed up‐regulation  in both DM1 and DM2. Of  these, ATP2A2, 
TRDN abd JPH1 showed differential expression between DM1 and DM2, with higher 
expression in DM1. 
 
Similar  to aberrant splicing, dysregulation at  the  level of  transcription 
may also be a more common phenomenon  in muscular dystrophies than previously 
estimated. An extensive study comparing total mRNA expression by EP in HSALR and 
Clc1‐deficient mice  suggested  that  a  significant  proportion  of  the  transcriptional 
dysregulation could be  induced by unspecific secondary changes, such as myotonia 
[212].  In  the  same  study, dysregulation of  several genes  involved  in Ca2+  signaling 
was reported, similar to our results. Given the central role of Ca2+ in muscle signaling 
and  contraction,  its  strict  regulation  is  highly  important,  and  the  aberrant  gene 
expression  reported  herein  may  well  be  significant  for  DM  pathophysiology. 
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However, the expression should be also validated at protein level. A high‐throughput 
method,  such  as  protein  expression  array, would  be more  suitable  for  large‐scale 
quantification. When analyzing  single proteins  in detail, however,  the  IHC and WB 
methods represent a good basic set of tools. 
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8. CONCLUDING REMARKS AND FUTURE PROSPECTS 
 
Our recent epidemiological work suggests that DM2 is far more common than DM1, 
at  least  in  Finland.  Despite  adequate  attention  to  the  search  for  and molecular 
testing of DM2  in many  centers  in Finland,  it  is obvious  that  the  large majority of 
patients  are  still  not  identified.  We  are  currently  aware  of  approximately  300 
patients  in  Finland,  whereas  the  number  of  symptomatic  patients  based  on  the 
mutation  frequency  in  the population should be more  than 1000. This discrepancy 
may be explained  in part by the fact that the mean clinical phenotype  is much  less 
severe  than  the phenotype  for DM2  reported  thus  far. Many patients may have a 
very late onset of symptoms, after age 60 or 70, when symptoms of myalgia and/or 
mild proximal weakness are  taken  for normal aging and do not necessarily  lead  to 
neuromuscular  examinations.  Furthermore,  whether  the  DM2  mutation  in  all 
circumstances is 100% penetrant is not fully settled. 
 
In  light of these facts, the diagnosis of DM2  is an enormous challenge 
for  the  clinician.  However,  there  is  a  clear  rationale  as  to why  DM2  diagnostics 
should  be  enhanced.  DM2  patients may  present  with  severe  cardiac  conduction 
defects, with risk of sudden cardiac death, thus a cardiac surveillance similar to DM1 
patients  is  recommended.  DM2  patients  are  frequently  misdiagnosed  as  having 
polymyositis,  unexplained  hepatopathy,  chest  pain,  fibromyalgia,  and  other 
conditions,  which  may  lead  to  extended  immunosuppressive  treatments  or 
unnecessary  liver  biopsy. Myalgic  pains  may  be  disabling,  sometimes  leading  to 
incapacity  for  work,  which  may  cause  socio‐economical  problems.  Many  of  the 
known  DM2  patients  in  Finland  had  long  histories  of  seeking  medical  help  and 
advice, before reaching final diagnosis by DM2 genetic testing. The definite diagnosis 
in  these  cases  is  a  therapeutic  relief,  explaining  the  enigmatic  symptoms  and 
correcting the management of the patient. 
 
  Major issues persist concerning the need for a better understanding of 
the disease pathogenesis in DMs. The mutations are of course the sole cause of the 
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diseases, but which of  the downstream effects of  the mutations  contribute  to  the 
pathology,  is  less  clear.  For  a  while  the  toxic  mutant  RNA,  accumulating  as 
ribonuclear  foci  sequestering  proteins  needed  for  proper  alternative  splicing, 
seemed  to have clarified  the molecular basis of disease. However, nuclear  foci are 
not mandatory  for  the disease, and  there are also other  shortcomings  in  trying  to 
explain  all  the  pathology  through  this  mechanism.  MBNL1  is  more  heavily 
sequestered  in DM2 nuclear  foci,  rendering  the  soluble MBNL1  fraction  smaller  in 
DM2. This would be expected to  lead to a more severe muscle phenotype  in DM2, 
including myotonia based on greater CLC‐1 splicing abnormality in DM2 compared to 
DM1, but this is not the case. On the contrary, myotonia is much less severe and can 
be absent even in EMGs of DM2 patients, indicating other mechanisms in addition to 
MBNL1 sequestration are of importance. The appearance of these large ribonuclear 
foci in all cell types very early at developmental stages is also in some disagreement 
with the late onset of disease in DM2. 
 
There  is  no  conclusive  evidence  of  CUGBP1  involvement  in  DM2 
pathology, although  it apparently plays a role  in DM1. The cause of congenital and 
early onset forms  in DM1 and the  lack of these  in DM2 have no definite molecular 
explanation as yet. 
 
The muscle wasting, considered  to be  the major cause of disability  in 
DM1  and  DM2  is  not  very well  understood  either.  Even  though we  have  shown 
abnormal splicing of sarcomeric protein coding genes,  it  is far from clear that these 
abnormalities  form  the  major  cause  of  progressive  muscle  loss.  The  distinctive 
histopathological  difference  between  DM1  and  DM2,  the  presence  of  the  highly 
atrophic type 2 fibers early in DM2, remains unsolved. In this study, we did not find 
any conclusive explanation to the question of why a subpopulation of  fast type 2A 
fibers is preferentially vulnerable in DM2. 
 
The new exciting findings of abnormal translation and protein turnover 
in DMs are of major  interest and require further  investigation. With more research 
done,  it becomes clearer  that  the DM mutations seem  to affect a  large number of 
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molecular pathways more  globally within  the muscle  cell. On  the other hand,  if a 
therapeutic cure  to abolish  the dominant gain‐of‐function of  the mutant  transcript 
can  be  achieved,  these  known  and  unknown  downstream  effects  should  also  be 
corrected. 
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